










FACULTADE DE CIENCIAS 
 




”CARACTERIZACIÓN DE LAS 
LIGNINAS DE HELECHOS Y 
ESTUDIO DE SUS 
RELACIONES 






Memoria presentada por el  
Lcdo. José Manuel Espiñeira Illobre  
para aspirar al grado de Doctor 
 
 



















































D. JOSÉ MIGUEL RUÍZ DE LA ROSA, director del Departamento de Biología Animal, 







Que la presente memoria, titulada ”Caracterización de las ligninas de 
helechos y estudio de sus relaciones filogenéticas con otras plantas vasculares 
terrestres” y presentada por el licenciado JOSÉ MANUEL ESPIÑEIRA ILLOBRE para 
aspirar al grado de Doctor en Ciencias Biológicas, ha sido realizada en el 
Departamento de Biología Animal, Biología Vegetal y Ecología de la Universidad de A 
Coruña en colaboración con el Departamento de Biología Vegetal (U.D. Fisiología 





































































D. ALFONSO ROS BARCELÓ catedrático de Fisiología Vegetal del Departamento de 
Biología Vegetal de la Universidad de Murcia, Mª ÁNGELES BERNAL PITA DA 
VEIGA, profesora titular del Departamento de Biología Animal, Biología Vegetal y 
Ecología de la Universidad de A Coruña y D. FEDERICO POMAR BARBEITO profesor 
contratado Doctor del Departamento de Biología Animal, Biología Vegetal y Ecología 





Que la presente memoria, titulada ”Caracterización de las ligninas de 
helechos y estudio de sus relaciones filogenéticas con otras plantas vasculares 
terrestres” y presentada por el licenciado JOSÉ MANUEL ESPIÑEIRA ILLOBRE, ha 
sido realizada bajo su dirección, y que cumple las condiciones exigidas para aspirar al 





































































El presente trabajo de investigación ha sido realizado en el Departamento de 
Bioloxía Animal, Bioloxía Vegetal e Ecoloxía de la Facultad de Ciencias de la 
Universidade de A Coruña, en colaboración con el Departamento de Biología Vegetal 
(U.D. Fisiología Vegetal) de la Facultad de Biología de la Universidad de Murcia, y ha 
sido financiado por el Ministerio de Ciencia y Tecnología (BOS2002-03550), el 
Ministerio de Educación y Ciencia (BFU2006-11577)-FEDER (EU), la Xunta de Galicia 
(PGIDIT-04RAG-503018PR) y por la Fundación Séneca (CCAA Murcia) (00545/PI/04). 
 
 
Los resultados de la presente Memoria han sido incluidos en los siguientes 
trabajos de investigación: 
 
Artículos originales de investigación 
 
Gómez-Ros LV, Espiñeira JM, Pomar F, Núñez-Flores MJL, Ros Barceló A (2007) 
p-Hydroxycinnamyl aldehydes in lignifying plant cell walls. Arch Organ Chem vii:167-
171.  
 
Gómez-Ros LV, Espiñeira JM,  Pomar F, Merino F, Cuello J, Ros Barceló A (2007) 
The monomer composition controls the Σ β-O-4/Σ O-4 en monomer ratio of the linear 
lignin fraction. J Wood Sci.  
 
Comunicaciones a congresos 
 
Espiñeira JM, Gómez-Ros LV, Pomar F, Merino F, Cuello J y Ros Barceló A. The 
monomer composition controls the Σ β-O-4/Σ O-4 end monomer ratio of the linear lignin 
fractión. Comunicación “XVII Reunión de la Sociedad Española de Fisiología Vegetal y 









































Es en este momento, cuando pienso en todas aquellas personas que me han 
ayudado en la elaboración de esta tesis, cuando más consciente soy de que, sin ellas, no 
habría sido posible terminarla. No importa el grado, todas las colaboraciones, todas las 
ayudas, fueron fundamentales. 
¿Por dónde, y por quién, empezar?... 
... por mis directores, los doctores Alfonso Ros, Ángeles Bernal y Federico Pomar. 
¡Qué valor!, confiar en que alguien con mis limitaciones de tiempo -y yo que sé cuántas 
otras- podía llevar "esto" hasta el final. Creo, no, ¡sé!, que, ya desde hace tiempo, son 
mucho más, son mis amigos. Amigos de conversación, amigos de deporte, amigos de 
aficiones, ... ¡amigos! 
... por la doctora Fuencisla Merino, siempre preocupada por cómo iba el trabajo, 
por lo que necesitaba. Siempre animando, siempre ayudando. Siempre empujando. 
... por el doctor José Díaz, ejemplo de tenacidad, de trabajo. 
... por Esther. ¡Perdón!, la doctora Esther Novo. Qué capacidad para ofrecerme 
ayuda antes de que yo mismo supiese que iba a necesitarla. ¡Qué capacidad de trabajo!, 
¡qué futuro le espera en este difícil mundo de la investigación! 
... por Jorge. Su facilidad para hacer amigos es infinita. Siempre está ahí, 
dispuesto a echar una mano. Un "manitas", al que nada se resiste. ¡Qué fácil es crear 
buen ambiente de trabajo con personas como él! 
... por Javi, una buena persona que sabe mucho de informática -y de otras cosas- 
y con unas enormes ganas de trabajar, o por Javier Beade, compañero de trabajo, al que 
deseo todo el ánimo del mundo para compaginar docencia e investigación. 
... por "mi equipo", Teresa y Anahí. Su interés por el laboratorio y la investigación 
fue un ejemplo para mí. A veces, el trabajo, el ánimo y la diversión pueden tener las 
mismas caras. Por Carlos o Rafa. Por Carlos o Mª Jesús. Por Magda o Lucía. Por la 
doctora Laura Gómez-Ros, colaboradora en la distancia. 
... por todos mis ex-compañeros del laboratorio Carmen, Marta, Cristina, Belén, 
Silvia, Raquel, Claudia, Óscar, Jaime y Estefanía. Los recuerdos comunes son algo 
inolvidable. 
Con todos ellos tengo la sensación de formar parte de un gran equipo y a todos 
agradezco sus aportaciones, su cariño y su apoyo. 
 
También fundamental ha sido la ayuda prestada por los doctores Javier 
Cremades, Ignacio Barbara y Elvira Sahuquillo, de la Universidade da Coruña; por la 
doctora Mª Isabel Romero Buján, de la Universidade de Santiago, y por el doctor 
Alonso Rodríguez y su equipo, de la Universidad Politécnia de Madrid. Su aportación 
fue fundamental para la localización, identificación y obtención de algunas de las 
especies estudiadas. Mi agradecimiento también al doctor Enrique Torres, de la 
Universidade da Coruña, por su colaboración en la obtención de alguna de las 
imágenes que aparecen en este trabajo, a Paula, por su trabajo con el nitrobenceno y a 
Gerardo y Verónica, de la Unidad de Cromatografía de Servicios de Apoyo a la 
Investigación, por los análisis de tioacidolisis. 
  
No menos importante ha sido el apoyo recibido de mis amigos.  
Nieves, Agustín, Pilar, Antonio, Minucha, Xosé Lois, Cristina y Xesús. Rafa, 
Pilar, Conchi, Javier, Manoli, Jose, Luchi y Antonio. Siempre están ahí. Con eso es 
más que suficiente. 
Jesús y Marisol. Cuantas películas y cuantas conversaciones. 
Adán. ¡Que gran tío! 
Sina, por su apoyo a la menor oportunidad. Patricia, por sus ánimos y 
colaboración...  y Lucía.  
 
¿Y mi familia? Siempre apoyando. Siempre preguntando y animando. Siempre 
colaborando. Siempre perdonando el tiempo que les debiera haber dedicado. Sin ellos, 
sin su valoración de mi trabajo, no me habría atrevido. No se trata de darles las 
gracias, sí de que sepan lo mucho que los quiero. Gracias José, Manuel, Silvia y Judith. 
Gracias al, o la, que venga. A mi madre, que siempre confió en mí.  
¿Y Fina? Mi compañera. Nada hubiese sido posible sin ella. De colaboradora de 
muestreos a confidente de resultados. Siempre positiva, sin importar horarios. Siempre 


































































































































I. LA PARED CELULAR VEGETAL .................................................................... 17 
I.1. Las proteínas de la pared celular ............................................................ 19 
II. LIGNINAS ....................................................................................................... 20 
II.1. Naturaleza, composición y localización de las ligninas.......................... 23 
II.2. Métodos de estudio de las ligninas ........................................................ 25 
II.3. Diferencias entre las ligninas de gimnospermas y angiospermas.......... 28 
III. Zinnia elegans COMO SISTEMA MODELO DE LA LIGNIFICACIÓN ........... 30 
III.1. Etapas de la diferenciación del xilema .................................................. 32 
III.2. Hormonas en la diferenciación de traqueidas ....................................... 33 
III.3. Formación de la pared secundaria........................................................ 34 
III.4. Muerte celular programada ................................................................... 35 
IV. LIGNIFICACIÓN DE LA PARED CELULAR.................................................. 36 
IV.1. Ligninas en Zinnia elegans ................................................................... 36 
IV.2. Biosíntesis de ligninas .......................................................................... 37 
IV.2.1. Regulación transcripcional de la lignificación......................... 40 
IV.2.2. La etapa de polimerización .................................................... 42 
IV.2.3. Restricciones impuestas por el mecanismo de 
polimerización.......................................................................... 44 
IV.2.4. Restricciones impuestas por la heterogeneidad de los 
monómeros.............................................................................. 45 
V. LAS PEROXIDASAS VEGETALES................................................................ 47 
V.1. Naturaleza y estructura.......................................................................... 48 
V.2. Polimorfismo .......................................................................................... 51 
V.3. Localización tisular y subcelular ............................................................ 51 
V.4. Especificidad de sustrato ....................................................................... 52 
V.5. Papel fisiológico en la lignificación......................................................... 53 
V.6. La peroxidasa básica de Zinnia elegans................................................ 54 
VI. LIGNINAS Y EVOLUCIÓN............................................................................. 55 
VI.1. Evolución de los tejidos vasculares y de sostén de las plantas............ 55 
VI.2. Las ligninas en las plantas actuales ..................................................... 62 
VII. PEROXIDASAS Y EVOLUCIÓN................................................................... 66 
VII.1. Filogenia de las peroxidasas ............................................................... 66 




MATERIALES Y MÉTODOS……………...……………....…………………………......77 
I. MATERIAL VEGETAL...................................................................................... 79 
I.1. Algas ....................................................................................................... 80 
I.2. Plantas terrestres basales (hepáticas y musgos).................................... 80 
I.3. Traqueofitos (plantas vasculares) ........................................................... 81 
I.3.1. Licófitos .................................................................................... 81 
I.3.2. Eufilófitos .................................................................................. 82 
I.3.2.1. Monilófitos............................................................83 
I.3.2.1.1 Esfenófitos .................................................83 
I.3.2.1.2. Filicófitos (helechos verdaderos) ..............83 
I.3.2.2. Angiospermas ......................................................84 
I.4. Condiciones de muestreo y crecimiento.................................................. 85 
 14 
II. TÉCNICAS HISTOQUÍMICAS.........................................................................88 
II.1. Localización histoquímica de la actividad peroxidasa ............................88 
II.2. Localización histoquímica de las ligninas. Test de Wiesner...................88 
III. ESTUDIO DE LAS LIGNINAS........................................................................88 
III.1. Aislamiento de paredes celulares..........................................................88 
III.2. Cuantificación de ligninas ......................................................................89 
III.3. Oxidación con nitrobenceno ..................................................................89 
III.4. Tioacidolisis ...........................................................................................90 
IV. DETERMINACIÓN DE LA ACTIVIDAD PEROXIDASA .................................91 
IV.1. Obtención de la actividad peroxidasa presente en el apoplasto ...........91 
IV.2. Obtención de la actividad peroxidasa total............................................91 
IV.3. Medidas de la actividad peroxidasa ......................................................91 
V. TÉCNICAS ELECTROFORÉTICAS ...............................................................92 
V.1. Isoelectroenfoque en equilibrio en placa................................................92 
 
RESULTADOS Y DISCUSIÓN…………..……………....……………………………...93 
I. LOCALIZACIÓN HISTOQUÍMICA DE LA ACTIVIDAD PEROXIDASA Y 
DE LAS LIGNINAS ......................................................................................95 
I.1. Estudio histoquímico de la actividad peroxidasa .....................................95 
I.2. Localización histoquímica de ligninas......................................................97 
II. ESTUDIO DE LA LIGNIFICACIÓN................................................................102 
II.1. Cuantificación de ligninas .....................................................................102 
II.2. Caracterización de ligninas mediante tioacidolisis y oxidación 
con nitrobenceno: Monómeros estructurales y grado de 
polimerización..........................................................................................103 
II.2.1. Comparación entre especies .................................................142 
II.3. Caracterización de ligninas mediante tioacidolisis y oxidación 
con nitrobenceno: Relaciones H/G/S.......................................................146 
II.4. Caracterización de las ligninas: aproximación al grado de 
polimerización..........................................................................................148 
II.5. La proporción entre monómeros Σβ-O-4/ΣO-4 terminal y la 
composición monomérica ........................................................................150 
III. ESTUDIO DE LA ENZIMA PEROXIDASA ...................................................152 
III.1. La actividad peroxidasa.......................................................................152 
III.2. Patrón isoenzimático de peroxidasas..................................................155 
IV. VALORACIÓN INTEGRADA DE LA ACTIVIDAD PEROXIDASA Y LA 
LIGNIFICACIÓN ........................................................................................159 
































































































                                                                                                                                     Introducción 
17 
I. La pared celular vegetal 
 
Las células vegetales presentan, externamente a la membrana plasmática, una 
pared celular muy gruesa compuesta básicamente de celulosa, aunque pueden formar 
parte otras sustancias, como hemicelulosa, pectinas, proteínas, ligninas, cutina, 
suberina, sales minerales, etc. (Paniagua y cols. 1997). La pared celular de las plantas 
representa, aproximadamente, la mitad del carbono orgánico de la biosfera. Muchos 
organismos son capaces de degradar la pared celular y usar los subproductos de esta 
degradación para su nutrición (Hazlewood y Gilbert 1998). La pared celular es una 
estructura dinámica, que no sólo es esencial para el mantenimiento de la forma y la 
rigidez, sino que también juega un papel muy importante en varias funciones 
fisiológicas tales como el crecimiento, la comunicación intercelular, la defensa contra el 
ataque de patógenos, la resistencia mecánica y la interacción con el medio ambiente 
(Cosgrove 1997, Fry 1995). 
Los polisacáridos de la pared celular vegetal son los compuestos más 
abundantes encontrados en la naturaleza, constituyen alrededor de un 90 % de la 
pared celular vegetal, y se dividen en tres grupos: celulosa, hemicelulosa y pectinas. 
Su composición varía de una especie a otra (dicotiledóneas / monocotiledóneas), pero 
también en diferentes tejidos de la misma planta (Cosgrove 1997, Heredia y cols. 
1995, Popper y Fry 2003). 
 Las proteínas estructurales y las enzimas constituyen el 10% restante de la 
pared celular vegetal y juegan un papel crucial en la estructura y en la arquitectura de 
la pared celular, el metabolismo celular, la elongación celular, la señalización, la 
respuesta al estrés biótico y abiótico, y en muchos otros procesos fisiológicos 
(Cosgrove 1997, Fry 1995, Carpita y Gibeaut 1993, Carpita 1996). 
La pared celular comprende varias capas que van desarrollándose conforme 
madura la célula vegetal (Figura 1.1). Mencionadas de fuera hacia dentro de la célula, 
estas son: lámina media, pared celular primaria y pared celular secundaria. 
 
Figura 1.1. Dibujo esquemático de la pared celular vegetal donde se muestra la lámina media 
(LM), la pared primaria (P) y las distintas capas de la pared secundaria (S1, S2 y S3). Tomado 
de Christiernin 2005.  




La lámina media es la capa más externa. En la mayoría de los tejidos vegetales, 
la lámina media es compartida por las células adyacentes. Está constituida por 
pectinas y proteínas, aunque también se incluyen arabinanos, galactanos, 
arabinogalactanos y rhamnogalacturonato (Paniagua y cols. 1997). 
 
Pared Celular Primaria 
Las células vegetales presentan dos tipos de paredes celulares: la pared celular 
primaria y la secundaria. La pared celular primaria se sintetiza durante el crecimiento y 
la elongación celular en los primeros estados del desarrollo, y está compuesta de 
celulosa, hemicelulosa, polisacáridos pécticos y muchas proteínas, entre ellas la 
extensina que puede llegar a constituir el 10%, y que es rica en hidroxiprolina y serina. 
Las microfibrillas de celulosa se encuentran entrecruzadas, lo que facilita el 
crecimiento y la extensión de la pared primaria. Existen dos tipos de pared celular 
primaria según la composición de sus polisacáridos. La de tipo I es la más común, 
mientras que la de tipo II es la típica de las gramíneas (Carpita 1996). Los polímeros 
no celulósicos de las paredes de tipo I son los xiloglucanos y, constituyendo alrededor 
del 35 % de la masa de la pared, las pectinas. Las paredes de tipo I se encuentran en 
todas las dicotiledóneas, en las monocotiledóneas no gramíneas y en las 
gimnospermas (Carpita y Gibeaut 1993). Las paredes de tipo II tienen un contenido 
bajo en pectina y en xiloglucano, y alto en arabinoxilano (Carpita 1996). Las paredes 
de tipo II también contienen mezclas de β-D-glucanos, y poseen puentes de ferúlico 
que entre-cruzan las cadenas de xilano, y que no están presentes en las paredes 
celulares de tipo I.  
 
Pared Celular Secundaria 
La pared celular secundaria se sintetiza al final del desarrollo y se deposita en 
células especializadas como los vasos y traqueidas (componentes del xilema), las 
escleréidas y fibras (componentes del esclerénquima). En comparación con las 
paredes primarias, las paredes secundarias contienen más celulosa, lo que les 
confiere una mayor cristalinidad, por lo que son más deseadas en la industria 
maderera (Minic y Jouanin 2006). Además de la celulosa, la pared secundaria suele 
contener otras sustancias como las ligninas en los vasos, las traqueidas y el 
esclerénquima; la suberina en la capa del súber de la corteza y las sales minerales 
(principalmente carbonatos y sílice) (Paniagua y cols. 1997). La pared celular 
secundaria comprende tres subcapas: S1, S2 y S3, mencionadas de fuera hacia dentro. 
Estas subcapas son birrefringentes, pues a diferencia de lo que ocurre en la pared 
primaria, en cada una de ellas las microfibrillas de celulosa se disponen de una forma 
ordenada en varios planos de modo que, en cada plano, todas las microfibrillas son 
paralelas, cambiando la orientación de las fibrillas de un plano al siguiente (Paniagua y 
cols. 1997).  
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I.1. Las proteínas de la pared celular 
 
Las paredes celulares vegetales son estructuras complejas compuestas de 
polisacáridos y proteínas (Tabla 1.1). Los modelos actuales describen la disposición 
de sus componentes en dos redes estructuralmente independientes que interaccionan 
y que están embebidas en una matriz de pectina (Carpita y Gibeaut 1993, Cosgrove 
2000). Las microfibrillas de la celulosa y la hemicelulosa constituyen la red primaria y 
las proteínas estructurales forman la red secundaria. Según Jamet y cols. (2006), se 
consideran proteínas de la pared celular todas aquellas secretadas al espacio 
extracelular, así como a las proteínas localizadas entre la membrana plasmática y la 
pared celular. Podemos distinguir tres tipos de proteínas de la pared celular de 
acuerdo a sus interacciones con los otros componentes de la misma: 
1- Proteínas con poca o ninguna interacción con otros componentes de la pared 
celular, que se mueven libremente en el espacio extracelular. Estas proteínas son 
mayoritarias en el medio de cultivo líquido de suspensiones celulares y pueden ser 
extraídas con tampones de baja fuerza iónica. A esta fracción se le denomina 
“proteínas solubles”, y la mayoría de ellas tienen un punto isoeléctrico (pI) ácido, entre 
2 y 6. 
2- Proteínas unidas débilmente a la matriz por fuerzas de Van Der Waals, por 
puentes de hidrógeno o por interacciones hidrofóbicas o iónicas. Estas proteínas se 
pueden extraer mediante sales, y la mayoría de ellas tienen un punto isoeléctrico 
básico, entre 8 y 11, de manera que están cargadas positivamente al pH ácido de las 
paredes celulares. Aunque la mayoría de los polisacáridos de la pared celular son 
neutros, las pectinas están cargadas negativamente debido a los ácidos 
poligalacturónicos, y estas cargas negativas favorecen las interacciones con las 
proteínas de alto pI. Tales interacciones son moduladas por el pH, el grado de 
interacción de las pectinas, la concentración de calcio, y los coeficientes de movilidad 
y difusión de estas macromoléculas (Varner y Lin 1989).  
3- Proteínas unidas covalentemente a otros componentes de la pared celular, 
que no pueden extraerse con sales. Este es el caso de las extensinas que están 
unidas mediante enlaces covalentes (Brady y cols. 1996, Schnabelrauch y cols. 1996). 
Las proteínas de la pared celular se encuentran embebidas en una matriz 
polisacarídica insoluble e interaccionan con otros componentes de la pared celular 
haciendo de su extracción un desafío. Los proteomas disponibles de la pared celular 
incluyen, fundamentalmente, proteínas unidas mediante enlaces débiles. Las proteínas 
unidas mediante enlaces débiles son extraídas de las paredes celulares con agentes 
quelantes o con sales. Estas proteínas se pueden perder durante la preparación de las 
paredes celulares y, además, deben ser extraídas de los tejidos por técnicas no 
destructivas como la infiltración a vacío (Boudart y cols. 2005) o recuperadas del 
medio de cultivo de una suspensión celular simplemente por centrifugación (Borderies 
y cols. 2003, Charmont y cols. 2005). Hasta ahora no existe ningún procedimiento 
eficiente que permita extraer las proteínas de la pared celular unidas covalentemente a 
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la matriz extracelular. Las proteínas estructurales, como las extensinas, o las proteínas 
ricas en hidroxiprolina, se pueden unir mediante puentes isoditirosina (Brady y cols. 
1996, Held y cols. 2004). Otra dificultad es la separación de los polipéptidos mediante 
electroforesis bidimensional. La mayoría de las proteínas de la pared celular son 
glicoproteínas básicas y son difíciles de separar con esta técnica (Rabilloud 2002). 
Más del 60% de las proteínas de la pared celular tienen un punto isoeléctrico entre 8,0 
y 12,9 con una media de 8,5. Estas proteínas de pared incluyen sólo unas pocas 
proteínas estructurales, bien conocidas por su punto isoeléctrico básico. Las 
glicoproteínas ricas en hidroxiprolina (GPRH) se encuentran muy glicosiladas, son 
difíciles de detectar en los geles y son resistentes a proteasas. Tales proteínas 
requieren el desarrollo de métodos específicos de aislamiento y desglicosilación, como 
los utilizados para las extensinas y las proteínas arabinogalactano (PAG) (Schultz y 
cols. 2004). 
 
Tabla 1.1. Clases funcionales de proteínas unidas a la pared celular mediante enlaces débiles. 
Las proteínas se agrupan en clases y subclases de acuerdo a su función biológica. Datos 
correspondientes a Arabidopsis thaliana (L.) Heynh. Tomados de Jamet y cols. 2006. 
 
Clases funcionales Porcentaje de proteínas 
identificadas en Arabidopsis 
Proteínas que actúan sobre los polisacáridos 29,5 %  
Glicósido hidrolasas  21 % 
Esterasas y liasas  5,5 % 
Expansinas  3,0 % 
Oxido-reductasas 13,5 %  
Peroxidasas  6,0 % 
Proteínas estructurales 1,5 %  
Proteínas implicadas en la señalización 8,0 %  
Proteasas 10,0 %  
Proteínas que interaccionan con dominios 10,0 %  
Tipo lectina  2,5 % 
Tipo LRR  3,5 % 
Inhibidores de enzimas  3,0 % 
Otras 16,5 %  





El xilema constituye una vía de baja resistencia para el transporte del agua en 
plantas vasculares. Este sistema transporta el agua eficazmente desde los lugares de 
absorción en la raíz hasta las superficies de evaporación en las hojas. La mayoría de 
las células terminales diferenciadas realizan funciones especializadas antes de morir 
pero, en el caso del xilema, la adquisición de la función implica la muerte celular. Así, 
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las células conductoras no tienen membranas ni orgánulos, y lo que permanece son 
las paredes celulares engrosadas y lignificadas (Figura 1.2), que forman tubos huecos 
a través de los cuales el agua puede fluir con una resistencia relativamente baja 
(Kozela y Regan 2003).  
 
Figura 1.2. Imágenes de microscopio electrónico de un vaso del xilema de Z. elegans que ha 
perdido el citoplasma y en la que se aprecia las paredes celulares secundarias (a), y de un tubo 
criboso de la misma planta (b). Barras = 3 µm (en a) y 1 µm (en b). 
 
Los elementos diferenciados del xilema (células conductoras de agua) se 
encuentran revestidos internamente de ligninas (del latín lignum: leño) (Figura 1.3), 
que son heteropolímeros fenólicos tridimensionales covalentemente asociados a la 
matriz polisacarídica de las paredes celulares (Anterola y Lewis 2002). Las ligninas 
también se encuentran en otros tejidos de sostén, tales como las fibras del floema y 
del xilema, y son el resultado de la polimerización oxidativa de tres alcoholes p-
hidroxicinamílicos, en una reacción mediada por lacasas (Liu y cols. 1994) y 
peroxidasas (Ros Barceló 1997), que da lugar a un heteropolímero hidrofóbico 
ópticamente inactivo (Ralph y cols. 1999a). Este proceso de sellado de las paredes 
celulares vegetales a través de la deposición de lignina, conocido como lignificación, 
proporciona fuerza mecánica a los tallos y protege a las fibras de celulosa de la 
degradación mecánica y biológica (Grabber y cols. 1998). En este contexto, la 
degradación de la pared celular vegetal es uno de los principales factores restrictivos 
en el uso y reciclaje de la biomasa vegetal (Anterola y Lewis 2002). 
Las ligninas representan el compuesto orgánico más abundante sobre la 
superficie de la tierra después de la celulosa, y constituye alrededor del 25% de la 
biomasa vegetal (Higuchi 1990). Se encuentran principalmente en plantas vasculares 
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(tracheophyta), y se localizan selectivamente en las paredes celulares secundarias de 
determinadas células, las cuales, forman parte de tejidos leñosos, no sólo en los vasos 
del xilema y las traqueidas, sino también en las fibras y las esclereidas (Ros Barceló 
1997). Las ligninas se han identificado en pteridofitas (helechos, licófitos, equisetos), 
ampliamente consideradas como las primeras plantas vasculares, y es posible que las 
ligninas hayan jugado un papel clave en la colonización del paisaje terrestre por las 
plantas durante la transición del Ordovícico al Silúrico, hace de 400 a 450 millones de 
años (Niklas 1997). Así, desde el punto de vista botánico, el fenómeno de la 
lignificación está asociado con la adquisición de la estructura vascular en las plantas. 
 
Figura 1.3. Microfotografía electrónica de barrido del xilema de Zinnia elegans L., cortesía de 
Kim Findlay (Roberts y McCann 2000) (a). Autofluorescencia azul de las ligninas en los tejidos 
vasculares de Catharanthus roseus (L.) Don tras iluminar con luz UV de 340 nm, cortesía de M. 
Sotomayor (IBMC, Universidad de Porto) (b). 
 
 Las ligninas presentan también una gran importancia desde un punto de vista 
económico, ya que la fuerte lignificación que experimenta la madera dificulta y 
encarece las labores de la industria papelera, aumentando el nivel de los residuos 
tóxicos indeseables. La lignificación también disminuye la calidad nutritiva de las 
plantas utilizadas como forrajes y pastos al reducir su digestibilidad y, por lo tanto, su 
utilidad como alimentos. Por último, la lignificación se destaca como factor indeseable 
durante el procesamiento de ciertas hortalizas en las industrias agroalimentarias ya 
que les confiere una dureza desagradable a los productos manufacturados. 
Los usos industriales de las ligninas son muchos y variados, aumentando su 
importancia día a día. Las ligninas se emplean como aglutinantes, como rellenos y 
como extendedores. Otros usos, que se basan en la naturaleza de las ligninas, son su 
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conversión en vanillina, en materiales curtientes y en dispersantes para reforzar 
materiales de relleno para caucho. 
Derivados de la lignina, obtenidos como residuos en la fabricación de papel, son 
empleados también como humedecedores y dispersantes de mezclas acuosas de 
pigmentos. Tal es el caso de los sulfonatos, utilizados en las industrias cerámicas y del 
caucho, o las ligninas al sulfito, empleadas -entre otros usos- como aglomerantes en 
los caminos. 
 
II.1. Naturaleza, composición y localización de las ligninas 
 
Las ligninas son heteropolímeros fenólicos y amorfos que resultan del 
acoplamiento oxidativo de tres alcoholes p-hidroxicinamílicos (Figura 1.4) el alcohol p-
cumarílico (4-hidroxicinamílico) (I), el alcohol coniferílico (4-hidroxi-3-metoxicinamílico) 
(II) y el alcohol sinapílico (3,5-dimetoxi-4-hidroxicinamílico) (III), en una reacción 
mediada por las peroxidasas (Boudet y cols. 1995, Ros Barceló 1997). Esta reacción 
produce un heteropolímero hidrofóbico, ópticamente inactivo (Ralph y cols. 1999a), 
compuesto por unidades 4-hidroxifenilo (H, p-hidroxifenilo), unidades 4-hidroxi-3-
metoxifenilo (G, guaiacilo) y unidades 3,5-dimetoxi-4-hidroxifenilo (S, siringilo), 
respectivamente. El hecho de que los tres constituyentes monoméricos de las ligninas 
difieran en el grado de metoxilación (Figura 1.4), y de que para cada uno de los tres 
bloques de construcción, el radical tenga al menos, cinco formas mesoméricas (Figura 
1.4) sugiere que se pueden formar una gran cantidad de subestructuras durante la 
dimerización (Ros Barceló y cols. 2004), Cm,n= m (m +1) / n (n-1) =120, donde m es el 
número de formas mesoméricas que son combinadas (m = 3 x 5 = 15) y n el grado de 














Figura 1.4. Estructuras de los alcoholes p-cumarílico (I), coniferílico (II) y sinapílico (III) (a). 
Principales formas mesoméricas de los radicales del alcohol coniferílico formados durante la 
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En las ligninas, las unidades fenilpropanoide están interconectadas mediante 
uniones éter y carbono-carbono (Ralph y cols. 2004b), que conducen a las principales 
subestructuras: aril-glicerol-β-aril éter, fenilcumarano, diarilpropano, resinol, bifenilo y 
éter difenilo, así como a otras de menor importancia (Figura 1.5). Los enlaces más 
frecuentes, β-O-4, se presentan en las subestructuras aril-glicerol-β-aril éter, que son 
las dianas de la mayoría de los procesos de despolimerización de las ligninas, 
incluyendo la tioacidolisis. Sin embargo, otros enlaces entre unidades tales como los 
β-5 (en las subestructruras fenilcumarano), los β-1 (en las subestructuras 
diarilpropano), los β-β (en las subestructuras resinol), los 5-5 (en las subestructuras 
bifenilo) y los 5-O-4 (en los éteres difenilo), son muy resistentes a la degradación. Por 
lo tanto, desde el punto de vista químico, las ligninas son polímeros poco definidos 
cuya composición monomérica varía enormemente, como lo hace la naturaleza de sus 
enlaces entre unidades. Por ello, la expresión “ligninas” es preferible al uso de “lignina” 
ya que, probablemente, existe una gran diversidad de estructuras químicas dentro de 
las ligninas naturales (Boudet 1998). Este elevado grado de variabilidad estructural 
depende no sólo del tipo de especie y de tejido sino también del tipo de célula. 
En cuanto a su localización, las ligninas se encuentran presentes en grandes 
cantidades en las paredes celulares secundarias de todas las plantas vasculares 
verdaderas, los helechos y, probablemente, en los musgos aunque en este último caso 
no pueda afirmarse con rotundidad. No obstante, las ligninas están ausentes en los 
musgos carentes de traqueidas y en las algas (Lewis y Yamamoto 1990).  
 
 
Figura 1.5. Estructura extendida de las ligninas de álamo mostrando los diferentes tipos de 
enlaces (a) y su configuración tridimensional (b y c). Cortesía de John Ralph (Universidad 
USDA, Madison, Wisconsin). 
 
Las ligninas se depositan mayoritariamente en las paredes celulares de un 
número limitado de tipos de células como son las traqueidas, los vasos, las fibras del 
xilema y del floema y las esclereidas. La naturaleza de las ligninas varía según el tipo 
de célula. Este hecho se observa de forma clara en el xilema de Arabidopsis thaliana, 
en el que predominan las ligninas de tipo G, mientras que en las células altamente 
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lignificadas y adyacentes del esclerénquima existen fundamentalmente ligninas de tipo 
S (Chapple y cols. 1992). 
De forma análoga, pueden apreciarse variaciones en la naturaleza de las 
ligninas encontradas dentro de una misma pared celular, siendo esta heterogeneidad 
observada durante la deposición de ligninas en la pared celular secundaria, 
apareciendo diferencias tanto en el contenido como en la composición monomérica 
media. En cuanto a variaciones en el contenido, Donalson (1985) encontró que la 
concentración de ligninas era del 16-27% en la pared celular secundaria, mientras que 
en la lámina media de coníferas era más elevada, del orden del 38-88%. En lo 
referente a la composición monomérica, las ligninas depositadas en la lámina media y 
esquinas celulares son ricas en unidades H, predominando las unidades de tipo G en 
los engrosamientos secundarios (Terashima y Fukushima 1989). 
 
II.2. Métodos de estudio de las ligninas 
 
Existen innumerables métodos para el estudio de las ligninas, unos orientados a 
detectar su presencia, o determinar su localización, y otros a determinarlas 
cuantitativamente, o bien a estudiar en profundidad su estructura y composición.  
 
Pruebas histoquímicas y citoquímicas para la detección de las ligninas 
Debido al número extraordinariamente elevado de grupos funcionales que 
presentan, las ligninas son capaces de reaccionar con diversos reactivos químicos 
para dar lugar a un amplio espectro de reacciones de color, que han sido utilizadas en 
su detección cito e histoquímica. Así, entre los test histoquímicos más comúnmente 
utilizados, cabe destacar la reacción con azul de toluidina, el test de Wiesner 
(específico para grupos cinamaldehído) y la reacción de Mäule (específica para grupos 
siringilo) (Strivastava 1966). La especificidad de estos ensayos provoca que algunas 
veces no se hayan observado tinciones positivas en plantas de las que se sabe que 
contienen ligninas (por ejemplo, con ligninas siringilo, usando el test de Wiesner) 
(Sarkanen y Ludwig 1971). Una característica de las ligninas es su autofluorescencia 
azul cuando se iluminan con luz de 330-380 nm. Todas estas características han sido 
utilizadas para poder detectar y estudiar la presencia de ligninas en los distintos tejidos 
vegetales. 
 
Métodos degradativos y analíticos en el estudio de las ligninas 
Probablemente, uno de los métodos más usados sea la extracción con bromuro 
de acetilo, desarrollado por Johnson y cols. (1961), que permite la detección de 
ligninas en pequeñas muestras de paredes (3-6 mg) de forma rápida y fácil en base a 
la absorbancia a 280 nm. Sin embargo, este método presenta algunos problemas 
como es el hecho de que el bromuro de acetilo degrada los xilanos, polisacáridos muy 
abundantes en todas las plantas lignificadas, produciendo un aumento de la 
absorbancia en la región entre 270-280 nm, zona en la que se cuantifican las ligninas, 
lo que provoca que la cantidad de ligninas presentes en la muestra sea sobrevalorada 
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(Hatfield y cols. 1999). Esta sobrevaloración puede evitarse bajando la temperatura de 
reacción a 50 °C y aumentando su duración de 2 a 4 horas, pequeños cambios que 
reducen la degradación de los xilanos, y la consecuente interferencia en la 
cuantificación de las ligninas (Hatfield y cols. 1999). A pesar de este problema, el 
método resulta bastante adecuado para el estudio rutinario de pequeñas muestras 
debido a su rapidez y sencillez. 
Como ya se mencionó anteriormente, en la estructura de las ligninas existen una 
serie de enlaces que unen las diferentes subunidades. Entre ellos, los enlaces β-O-4 
son muy numerosos y bastante lábiles, por lo que son el objetivo de muchos de los 
procesos de despolimerización. Sin embargo, los enlaces carbono-carbono son muy 
resistentes, especialmente los enlaces 5-5 bifenilo, que son propios de los dímeros de 
las subunidades guaiacilo, lo que explica que las maderas de las coníferas, ricas en 
unidades guaiacilo, sean difícilmente despolimerizadas (Adler 1977). Así mismo, otros 
enlaces como los β-5, β-1, β-β o 4-O-5 son también muy resistentes a la degradación. 
 
 
Figura 1.6. Unidades estructurales de las ligninas (A), productos de degradación con 
nitrobenceno (B) y productos de tioacidolisis (C). 
 
La conversión de los polímeros de lignina en fenoles de bajo peso molecular, por 
métodos degradativos, permite un método analítico de estudio de la composición de 
las ligninas y nos aporta información sobre la estructura de los polímeros originarios. 
R1=R2=H, p-hidroxifenilo (H)
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Estos procesos degradativos, sin embargo, se desarrollan con bajo rendimiento 
debido, sobre todo, a la existencia de enlaces muy fuertes. En este punto, las ligninas 
se diferencian de otros biopolímeros como las proteínas, los polisacáridos o los ácidos 
nucléicos, los cuales contienen uniones lábiles, susceptibles de romperse bien química 
o enzimáticamente por la acción de hidrolasas.  
Aunque los métodos degradativos han sido muy criticados por sus bajas 
eficacias, y por la formación potencial de artefactos, las descripciones más completas 
de los tipos y de los patrones de unión dentro de las ligninas se han conseguido 
gracias a procesos como la tioacidolisis, la acidolisis, la oxidación con permanganato o 
la hidrogenolisis (Lapierre y cols. 1995). 
Probablemente los métodos degradativos más usados sean los de la oxidación 
con nitrobenceno y óxido cúprico en medio alcalino. La oxidación con nitrobenceno es 
bastante efectiva, pero todas las oxidaciones alcalinas tienen el problema de acortar 
las cadenas laterales de las ligninas, y no proporcionan información sobre sus grupos 
funcionales, ni sobre el tipo de enlace entre subunidades (Figura 1.6). Además, con 
muestras suberizadas, existe un alto riesgo de interferencia entre las ligninas y otros 
fenoles de la pared que derivan en productos similares. El contenido en grupos 
siringilo puede estar sobrevalorado (Manders 1987). 
El método de la acidolisis preserva los esqueletos C6C3 aportando mayor 
cantidad de información y menos interferencias; sin embargo, el rendimiento es 
relativamente bajo debido a reacciones colaterales. Estos problemas se solventan en 
la tioacidolisis, en la cual, se reemplaza el agua usada en la acidolisis por el etanotiol, 
y el HCl por el BF3. 
La tioacidolisis es una despolimerización ácida, que actúa mediante la escisión 
de los enlaces β-O-4. El método combina la acción de un ácido fuerte, el BF3, y un 
nucleófilo, EtSH. Sólo las unidades unidas por enlaces arilglicerol-β-aril éter 
proporcionan monómeros fenilpropano C6C3 con las cadenas laterales tioetiladas. 
Como la tioacidolisis degrada las ligninas a estructuras que mantienen las 
características de las cadenas originales (Figura 1.6), la determinación de los 
monómeros obtenidos, y sus cantidades, permite obtener gran cantidad de información 
sobre los grupos funcionales y la estructura de las ligninas. Los grupos benzaldehído, 
cinamaldehído y alcoholes cinamílicos implicados en los enlaces β-O-4 pueden ser 
estimados a partir de sus productos específicos de degradación. La tioacidolisis 
permite además acoplar reacciones complementarias como la per-metilación de las 
ligninas con CH2N2, que permitiría detectar grupos terminales libres, guaiacilo o 
siringilo, aportando una información importantísima sobre la arquitectura de la lignina. 
Así mismo, la desulfuración de las muestras una vez tioacidolizadas permite el análisis 
de los dímeros. Sin duda, la limitación más importante de la tioacidolisis es su 
aplicación a ligninas con una proporción baja de enlaces β-O-4, los resultados 
obtenidos difícilmente pueden ser extrapolables al conjunto del polímero. En estos 
casos el uso complementario de la oxidación con nitrobenceno constituye una 
herramienta muy útil. 
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II.3. Diferencias entre las ligninas de gimnospermas y angiospermas 
 
La mayor variación en la composición de los monómeros de las ligninas en las 
plantas vasculares se da entre los dos grupos principales de plantas con semillas. Así, 
en las gimnospermas, las ligninas están compuestas de unidades G, con una menor 
proporción de unidades H, mientras que, en las angiospermas, las ligninas están 
compuestas de una proporción similar de unidades G y S (Higuchi 1990). Esta regla 
tiene sus excepciones, ya que existen gimnospermas en las que predominan las 
ligninas de tipo S, y angiospermas en las que las ligninas son principalmente de tipo G 
(Lewis y Yamamoto 1990). En las monocotiledóneas (Ralph y cols. 2004a), las ligninas 
son más complejas, ya que contienen cantidades importantes de ácido p-cumárico 
unido por enlaces éter (Ralph y cols. 1994). 
 El contenido relativo de unidades S/G no es la única diferencia que puede 
apreciarse entre angiospermas y gimnospermas, ya que también se observan 
variaciones en la predominancia de los tipos de enlace. En este sentido, Lapierre y 
cols. (1995) han demostrado mediante la técnica de tioacidolisis que las ligninas de las 
angiospermas leñosas difieren en la proporción de enlaces β-O-4 de las ligninas 
presentes en las gimnospermas leñosas y en las herbáceas. Así, aproximadamente el 
60-65% de las unidades C6C3 en las ligninas de las angiospermas leñosas están 
unidas por enlaces β-O-4, mientras que este valor se reduce al 30% en el caso de las 
gimnospermas leñosas, siendo dicho porcentaje aún menor en las herbáceas (Figura 
1.8). Por tanto, las ligninas de las gimnospermas leñosas están más ramificadas 
mediante enlaces carbono-carbono que las ligninas de las angiospermas leñosas. 
En el caso de las gramíneas, Ralph y cols. (1994) han detectado cantidades 
significativas de ácido p-cumárico unido por enlaces éter a las ligninas. Billa y cols. 
(1996) han propuesto la presencia de un núcleo G-S en las ligninas de las herbáceas, 
similar al encontrado en las ligninas típicas de las angiospermas, y en donde las 
unidades H (provinentes del ácido p-cumárico) forman los puntos de anclaje con los 
polisacáricos de la pared celular. Así, se puede concluir que la complejidad química de 
las ligninas ha aumentado durante el curso de la evolución vegetal desde las especies 
más ancestrales, como las pteridofitas y las gimnospermas, hasta las especies más 
evolucionadas, como las monocotiledóneas. 
También se encuentran diferencias en la función realizada por las células del 
xilema. Así, en gimnospermas, las traqueidas del xilema participan tanto en el soporte 
mecánico como en el transporte de agua. En contraste, el xilema secundario de las 
angiospermas leñosas contiene dos tipos especializados de células: los elementos de 
los vasos, que conducen el agua, y las fibras, que proporcionan soporte estructural. 
Esta segregación de la función en el xilema de las angiospermas produce una mayor 
eficiencia y economía. Esta eficiencia se muestra evidente en los pocos pero grandes 
elementos de los vasos, que muestran un contenido de lignina reducido (20% de 
materia seca) comparado con el de las gimnospermas (30% de materia seca) (Figura 
1.7). Un bajo contenido en lignina y alto en carbohidratos requiere significativamente 
menos energía, ya que se consume menos carbono en los sumideros vegetales 
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(Amthor 2003). En las angiospermas, las células del xilema primario y los vasos 
conductores de agua del xilema secundario son ricos en ligninas tipo G, como las 
traqueidas de las gimnospermas más basales, mientras que las células de las fibras 
no conductoras del xilema son ricas en unidades S (Peter y Neale 2004).  
No hay estudios sobre el tipo de lignina que presentan las plantas basales, 
briófitos y helechos. En general se asume que las ligninas de aquellas en las que se 
han descubierto son del tipo G, similares a las de gimnospermas. 
 
Figura 1.7. Ejemplos de gimnosperma leñosa, Araucaria heterophylla (Salisb.) Franco (A); 
angiosperma dicotiledónea leñosa, Prunus dulcis (Mill.) Webb (B); angiosperma dicotiledónea 
herbácea, Medicago sativa L. (C); angiosperma monocotiledónea leñosa, Dracaena draco L. 
(D); y de angiosperma monocotiledónea herbácea (gramínea), Zea mays L. (E). 
 
El hecho de que las células conductoras de agua en las plantas con semilla 
estén compuestas principalmente de ligninas de tipo G, sugiere una fuerte presión 
selectiva para conservar la ruta de biosíntesis de estas ligninas, y su regulación, en las 
células conductoras del xilema durante la evolución de las plantas con semilla (Peter y 
Neale 2004). De hecho, evidencias moleculares sugieren que una ruta ancestral, 
predominante para la síntesis del alcohol coniferílico, se conservó entre las plantas 
con semillas, y que una ruta lateral, para la síntesis del alcohol sinapílico, evolucionó 
más recientemente en angiospermas (Peter y Neale 2004). Esta divergencia, 
aparentemente, ocurrió en las angiospermas basales, antes de la segregación de las 
monocotiledóneas de las eudicotiledóneas. 
Angiospermas leñosas            60-65 % β-O-4 
Gimnospermas leñosas           30-35 % β-O-4 
Herbáceas                          % muy bajo β-O-4 
A B C
D E 
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Durante la evolución de las plantas con semilla co-evolucionaron las diferencias 
en el pool de sustratos para la lignificación, no solo con la segregación de las 
funciones de transporte de agua y soporte, sino también con la forma/estructura de las 
células conductoras. El xilema de las gimnospermas está compuesto únicamente de 
traqueidas con un diámetro menor de 30 μm, mientras que el xilema de las 
angiospermas está típicamente formado por vasos con grandes lúmenes (entre 100-
200 μm de diámetro) (Brodribb y cols. 2005). Debido a que la conductividad hidráulica 
de los tubos es proporcional a cuatro veces el valor del radio (Sperry y cols. 2005), los 
vasos de las angiospermas son mejores conductores del agua que el xilema de las 
gimnospermas, y esto permite a las angiospermas mantener altas capacidades 
fotosintéticas (Figura 1.8) (Brodribb y cols. 2005). El gran potencial vegetativo y 
reproductor de las angiospermas conferido por los vasos (Brodribb y cols. 2005) fue, 
aparentemente, una de las razones de su radiación durante el Cretácico, la cual 
posiblemente tuvo una mayor influencia en el subsecuente descenso de la diversidad 
de las gimnospermas. Sin embargo, los grandes vasos también pueden convertirse en 
una desventaja debido a las frecuentes embolias que se producen durante la 
congelación/descongelación de los vasos del xilema (Sperry y cols. 2005), y esta es 
una de las razones por las que las familias de las gimnospermas todavía dominan 
muchas de las regiones templadas y la mayoría de las boreales, y de por qué el 
bosque tropical y subtropical es el único en donde las gimnospermas tienden a estar 







Figura 1.8. El xilema de las gimnospermas está 
compuesto de traqueidas con un diámetro menor de 30 
μm, mientras que el xilema de las angiospermas está 
típicamente formado por vasos con grandes lúmenes 
(entre 100-200 μm de diámetro). Los vasos de las 
angiospermas son más conductores del agua que el 
xilema de las gimnospermas, y esto permite a las 
angiospermas mantener altas capacidades fotosintéticas. 
 
 
III. Zinnia elegans como sistema modelo de la lignificación 
 
La formación del xilema ha sido objeto de numerosos estudios en plantas 
superiores, no sólo porque su función es esencial para la existencia de las plantas 
vasculares, sino porque la formación del xilema supone un modelo único del proceso 
de diferenciación en plantas superiores. Además, la xilogénesis es importante desde 
una perspectiva aplicada y biotecnológica, ya que los biomateriales, como la celulosa y 
las ligninas, representan una gran parte de la biomasa terrestre, y además juegan un 
importante papel en el ciclo del carbono (Fukuda 1996). 
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Las traqueidas son las células más distintivas del xilema y se caracterizan por la 
presencia de una pared celular secundaria con engrosamientos que pueden ser 
espirales, anulares, reticulados o con punteaduras (Figura 1.10). En el xilema primario, 
las traqueidas se diferencian a partir de las células pro-cambiales mientras que en el 
xilema secundario, derivan de las células del cambium vascular. 
La formación de traqueidas se pueden inducir in vitro a partir de varios tipos de 
células, como las del parénquima del floema y del cortex en raíces, del parénquima 
medular en vástagos, del parénquima en tubérculos, y del mesófilo en hojas (Roberts y 
cols. 1988, Fukuda 1992). 
 
Figura 1.9. Patrones característicos de los engrosamientos de la pared celular secundaria 
observados con microscopía confocal (a, b, c y d) y con microscopía óptica de campo claro (e, 
f, g y h). a y e: anular, b y f: espiral, c y g: reticular, d y h: reticular-escalariforme. Barra = 15 µm. 
a, b, c y d: tomado de Pesquet y cols. 2003. 
 
Fukuda y Komamine (1980), basándose en los trabajos de Kohlenbach y 
Schmidt (1975), establecieron un sistema experimental in vitro en el que células 
aisladas de mesófilo de hojas de Zinnia elegans se diferenciaban directamente a 
traqueidas en un medio de cultivo que contenía auxinas y citoquininas. 
En la práctica, este sistema experimental depende de muchos factores, como la 
edad y las condiciones de la planta de Z. elegans, el material de cultivo así como las 
condiciones específicas del mismo (Fukuda 1992, Roberts y cols. 1992). El modelo de 
xilogénesis de Z. elegans es particularmente útil para el estudio de la secuencia de 
etapas que ocurren durante la diferenciación a traqueidas, ya que se puede estudiar el 
proceso en células aisladas. De hecho, la diferenciación es un proceso inducible, 
E F G He f g h
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desencadenado por el establecimiento del propio cultivo, y por la adición de auxinas y 
citoquininas exógenas, en el que las células se diferencian semi-sincrónicamente con 
una alta frecuencia (McCann y cols. 2000). Además, debido a sus características 
morfológicas, estas células se pueden identificar con facilidad. Esta propiedad unida al 
hecho de que la inducción de la diferenciación de traqueidas in vitro es un proceso 
relativamente simple de reproducir, hace que este sistema se utilice en estudios de 
diferenciación celular (Figura 1.9).   
Por otra parte, en el sistema de Zinnia elegans se han encontrado numerosos 
marcadores bioquímicos, citológicos y moleculares característicos. Los estudios 
moleculares de estos marcadores han proporcionado importantes hitos acerca del 
mecanismo de diferenciación de las células de mesófilo a traqueidas (Hauffe y cols. 
1991, Leyva y cols. 1992, Keller y Baumgartner 1991, Fukuda 2004). Los análisis de 
polimorfismo de longitud de los fragmentos amplificados (ADNc-AFLP) permiten 
descubrir los perfiles de expresión temporal de los genes más relevantes en el proceso 
de diferenciación (Milioni y cols. 2002). El análisis de micromatrices con el sistema de 
Z. elegans ha reflejado un perfil de expresión de 9000 genes que cambian durante la 
diferenciación de las células del xilema (Demura y cols. 2002). Además, se ha 
demostrado que la expresión de algunos de estos marcadores está estrechamente 
asociada con el desarrollo del xilema tanto in vivo como in vitro. De esta manera, el 
sistema celular de Z. elegans ha contribuido enormemente a la comprensión de la 
xilogénesis (Sugiyama y Fukuda 1995). 
 
III.1. Etapas de la diferenciación del xilema  
 
El sistema experimental de Z. elegans ha sido muy útil para la elucidación de las 
diferentes etapas implicadas en la diferenciación de traqueidas (Roberts y cols. 1988, 
Sugiyama y Komamine 1990, Chasan 1994, Fukuda 1992, 1994). El proceso de 
diferenciación de las células del xilema (Figura 1.10) se divide en tres etapas (Fukuda 
1996, 1997): 
- Estado I: Se produce la inducción de la desdiferenciación como 
consecuencia del establecimiento del cultivo y de la adición de una combinación de 
auxinas y citoquininas, que se corresponde con el proceso de desdiferenciación 
celular. Durante el estado I, las células de mesófilo aisladas pierden su capacidad para 
realizar la fotosíntesis. Esta desdiferenciación implica la expresión de genes inducidos 
por el establecimiento del cultivo (herida) y la adquisición por parte de las células de la 
capacidad de crecer y volver a diferenciarse. 
- Estado II: Las células desdiferenciadas restringen su potencial de 
desarrollo, se diferencian en células pro-cambiales y a continuación, parte de ellas se 
transforman en células del xilema. 
- Estado III: La diferenciación de las traqueidas y de las células del 
parénquima ocurre a partir de estas células pro-cambiales. Este proceso de 
diferenciación implica la formación de la pared celular secundaria y, a continuación, la 
muerte celular programada (MCP) en el caso de las traqueidas.  El paso del estado II 
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al estado III parece ser un punto sin retorno en la diferenciación de las traqueidas. Los 
efectos del calcio en este proceso están mediados, al menos en parte, por 
calmodulina. Durante el estado II, los niveles de calcio aumentan transitoriamente 
(Fukuda 1997) y se induce la expresión de varias proteínas que se unen a 
calmodulina. De hecho, los antagonistas de calmodulina inhiben específicamente la 
entrada del cultivo celular de Z. elegans en el estado III (Kobayashi y Fukuda 1994). 
Estos datos sugieren que el sistema calcio/calmodulina estaría implicado en la 
progresión del estado II y/o en la entrada al estado III. Esta hipótesis se ve sustentada 
en la presencia de niveles elevados de calcio en las células de Z. elegans que se 
diferencian a traqueidas (Roberts y Haigler 1989). Este proceso de diferenciación in 
vitro mimetiza el desarrollo de las células del xilema in vivo, en el que las células pro-
cambiales se diferencian a traqueidas y a células del parénquima. 
 
 
Figura 1.10. Célula de mesófilo (a), célula desdiferenciada (b), célula precursora de traqueida 
(c), traqueida inmadura (d), traqueida en diferenciación (e) y traqueida madura (f). La 
diferenciación se induce por el establecimiento del cultivo y por una combinación de auxinas y 
citoquininas. Las flechas verdes, amarillas y rojas muestran el progreso de los estados I, II y III, 
respectivamente. La transición del estado II al estado III parece regulada por 
calcio/calmodulina, cistein-proteasas y brasinoesteroides endógenos. Al comienzo del estado III 
se expresan genes implicados en la síntesis de la pared secundaria y en la autolisis. Enzimas 
hidrolíticas tales como ADNasas, ARNasas y proteasas se acumulan en la vacuola. La rotura 
del tonoplasto provoca la invasión del citoplasma por estas enzimas que atacan varios 
orgánulos, produciendo la formación de una traqueida que ha perdido sus contenidos celulares. 
CP: cloroplasto; CT: citoplasma; NC: núcleo; PW: pared primaria; SW: pared secundaria; VC: 
vacuola. Esquema tomado de Fukuda 1997. 
 
III.2. Hormonas en la diferenciación de traqueidas 
 
La inducción de traqueidas se ha realizado en callos, suspensiones celulares, 
células aisladas y explantes de tejidos, y se inicia en un medio de cultivo inductivo que 
contiene auxinas y citoquininas (Aloni 1987, Roberts y cols. 1988, Fukuda 1992). 
Como resultado de un amplio rango de estudios fisiológicos, está generalmente 
aceptado que la auxina es uno de los principales inductores de la diferenciación a 
traqueidas (Aloni 1987, Sachs 2000, Church y Galston 1988, Fukuda y Komamine 
1985, Fukuda 1992). Las citoquininas también promueven la inducción de la 
diferenciación a traqueidas in vitro (Fukuda y Komamine 1985, Aloni 1987), pero 
solamente en presencia de auxinas. Las citoquininas son necesarias para la 
diferenciación, pero las necesidades de éstas pueden estar limitadas a una etapa más 
b d c e f a 
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temprana de la diferenciación que en el caso de las auxinas (Fukuda y Komamine 
1985, Church y Galston 1988). Junto a las auxinas y las citoquininas, los 
brasinoesteroides se sintetizan activamente durante el estado II y parecen ser 
esenciales para la diferenciación (Yamamoto y cols. 2001). Este no es el caso de las 
giberelinas y del etileno, hormonas cuyo papel parece ser secundario en la regulación 
de genes específicos y cuyos efectos son mimetizados por las auxinas (Fukuda 1992).  
 
III.3. Formación de la pared secundaria  
 
La producción de una gruesa pared secundaria compuesta por polisacáridos, 
proteínas estructurales y ligninas, es esencial para la formación de las traqueidas 
(Figura 1.11). Por lo general, los materiales que forman la pared celular secundaria 
comienzan a depositarse después de las 48 horas del inicio del cultivo, mientras que la 






Figura 1.11. Células de mesófilo durante su 
diferenciación a traqueidas, donde se 
observa la formación de la pared celular 
secundaria (flechas).  
 
 
Durante la formación de la pared secundaria se sintetizan polisacáridos, como 
celulosas y hemicelulosas, además de proteínas específicas de la pared. Estudios 
moleculares han permitido identificar estas proteínas estructurales (Cassab y Varner 
1988, Keller 1994, Northcote 1995, Brown y cols. 2005, Yokoyama y Nishitani 2006, 
Kärkönen y cols. 2002, Blee y cols. 2001a, Hertzberg y cols. 2001, Ubeda-Tomas y 
cols. 2007), y se pueden clasificar en cuatro grandes grupos: proteínas ricas en 
hidroxiprolina, proteínas ricas en prolina, proteínas ricas en glicina y proteína 
arabinogalactano (Fukuda 1996). Dentro de estas últimas, Motose y cols. (2001), 
identificaron una proteína de 25 kD que mediaba la comunicación intercelular local 
requerida para la diferenciación de las traqueidas. Este factor fue denominado 
“xilógeno” haciendo referencia a su actividad inductora de la xilogénesis. 
También se han detectado actividades de algunas enzimas hidrolíticas, como 
poligalacturonasa, pectinmetilesterasa, fucosidasa y xiloglucano endo-transglicosilasa, 
que incrementan su actividad al final del proceso de diferenciación (Stacey y cols. 
1995, Pesquet y cols. 2005). 
Por otra parte, el proceso más estudiado durante la formación de las traqueidas 
ha sido la síntesis de ligninas, que ocurre específicamente sobre las paredes 
secundarias. La biosíntesis de ligninas implica diferentes etapas, que conducen a la 
polimerización final de alcoholes cinamílicos en las paredes celulares. Algunas 
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enzimas como la fenilalanina amonioliasa, la cinamato hidroxilasa, la 4-cumarato: CoA 
ligasa, la O-metiltransferasa, la alcohol cinamildeshidrogenasa y las peroxidasas, son 
esenciales para la síntesis de ligninas durante la diferenciación a traqueidas (Higuchi 
1985, Hahlbrock y Scheel 1989, Lewis y Yamamoto 1990). Estas proteínas se han 
utilizado como marcadores de la lignificación durante la diferenciación del xilema 
(Fukuda 1992). 
 
III.4. Muerte celular programada 
 
La MCP juega un papel importante en el desarrollo de los organismos 
multicelulares. En plantas, este proceso se produce en células específicas durante el 
desarrollo de los diferentes tejidos, donde se incluyen los órganos florales, los 
embriones, el sistema vascular, las hojas y las raíces (Jones y Dangl 1996). En los 
sistemas vasculares, la MCP juega un papel importante en la formación de los vasos y 
las traqueidas.  
La diferenciación en traqueidas (Figura 1.11), es un ejemplo típico de MCP en 
plantas superiores (Pennell y Lamb 1997), en el que las células individuales degradan 
autonómicamente sus contenidos celulares en ausencia de un contacto con las células 
vecinas (Groover y cols. 1997). Las traqueidas alcanzan su madurez tras la pérdida de 
los contenidos celulares y estos incluyen la pérdida de los núcleos, plastidios, 
mitocondrias, aparato de Golgi y retículo endoplásmico (O’Brien 1981, Fukuda y 
Komamine 1985, Roberts y cols. 1988). El proceso de muerte celular tiene lugar al 
final del estado III de diferenciación de las traqueidas y es inmediatamente posterior a 
la formación de las paredes secundarias (Fukuda 1997). 
Durante la autolisis, enzimas hidrolíticas, como cistein-proteasas, serin-
proteasas, RNasas, nucleasas tipo-S1, fosfatasas ácidas y lipasas se expresan y 
catalizan la degradación de macromoléculas (Fukuda 2004). Estas enzimas se 
acumulan en la vacuola de las células hasta la lisis de este orgánulo (Fukuda y cols. 
1998). A continuación, se produce una entrada masiva de calcio en el citosol (Groover 
y Jones 1999), la vacuola se colapsa, y las enzimas hidrolíticas degradan el 
citoplasma, incluyendo la membrana plasmática (Figura 1.12) (Obara y cols. 2001). 
 
 
Figura 1.12. Tras la lisis y la 
pérdida del contenido celular, las 
traqueidas forman estructuras 
huecas reforzadas por paredes 
secundarias. Traqueida desde 
distintos ángulos (a) y vaso (b), 
imágenes obtenidas con 
microscopio confocal láser de 
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La degeneración visible de todos los orgánulos, incluido el núcleo, comienza 
solamente tras la rotura del tonoplasto, que ocurre varias horas después de que los 
engrosamientos de la pared secundaria lleguen a ser visibles. Tras la rotura del 
tonoplasto, los orgánulos con una sola membrana, como el aparato de Golgi y el 
retículo endoplásmico, se lisan, y a continuación se degradan aquellos que contienen 
una doble membrana (Figura 1.12) (Kuriyama y Fukuda 2000). 
La rápida degeneración de los orgánulos durante la autolisis es el resultado de la 
actuación de una gran variedad conjunta de enzimas hidrolíticas (Fukuda 1997). 
Thelen y Northcote (1989) encontraron que las actividades de algunas ADNasas y 
ARNasas estaban estrechamente asociadas con la diferenciación de las traqueidas en 
las células de Z. elegans. Las nucleasas de 22, 25 y 43 kD aparecían 12 horas antes 
de la formación visible de las traqueidas, aumentando considerablemente sus niveles 
durante la última fase de la diferenciación. Por otro lado, Minami y Fukuda (1995) 
encontraron que la actividad de una cistein-proteasa de 30 kD se incrementaba 
transitoriamente al inicio de la autolisis, y era específica de la diferenciación de 
traqueidas en Z. elegans, ya que al inhibir la actividad de esta enzima en células que 
se estaban diferenciando se inhibía la degeneración del núcleo, sugiriendo que la 
cistein-proteasa tenía un papel clave en este proceso. Más recientemente, Groover y 
Jones (1999) encontraron que una proteasa de 40 kD se secretaba al medio en 
cultivos de células que se estaban diferenciando, y que su actividad se incrementaba 
conforme avanzaba el proceso de autolisis. Esta proteína se identificó como una serin-
proteasa que actuaba como un factor que coordinaba la MCP y se ha identificado 
posteriormente en otros estudios (Pesquet y cols. 2005). 
 
 
IV. Lignificación de la pared celular 
 
IV.1. Ligninas en Zinnia elegans 
 
Z. elegans es una planta anual con flores que pertenece a la familia de las 
Asteráceas (Figura 1.14a). Esta especie se usa ampliamente como modelo en los 
estudios de lignificación (Fukuda 1996) y es ideal, primero, debido a la simplicidad y la 
dualidad del patrón de lignificación que muestran los tallos y los hipocotilos (Figura 
1.13) y, segundo, debido a la naturaleza del patrón isoenzimático de la peroxidasa, 
que se encuentra casi completamente restringido a la presencia de una única 
isoenzima de peroxidasa (Figura 1.13). Además, Z. elegans ofrece la posibilidad de 
trabajar con cultivos celulares que se asemejan a las células del xilema en 
diferenciación (Pesquet y cols. 2003) y de hecho, se ha usado como modelo para 
determinar la expresión de las enzimas de la ruta biosintética de las ligninas, 
especialmente el tramo correspondiente a los esqueletos fenilpropanoides (Demura y 
cols. 2002, Milioni y cols. 2002), gracias a que la diferenciación de las células de 
mesófilo a traqueidas se induce de manera sincrónica en una población celular 
relativamente homogénea, haciendo posible el estudio bioquímico y fisiológico de la 
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xilogénesis, libre de la complejidad impuesta por los tejidos vegetales heterogéneos 
(Roberts y McCann 2000, Milioni y cols. 2002). 
 
Patrón de lignificación de Zinnia elegans 
El patrón de lignificación de Z. elegans es especial ya que, en un determinado 
estado de desarrollo, ofrece simultáneamente los dos modelos de lignificación que 
encontramos en gimnospermas y angiospermas. Así, en plantas de 25-30 días, el 
análisis de los productos de oxidación con nitrobenceno ha revelado que las ligninas 
del hipocotilo están formadas principalmente por unidades G/S en una relación 43/57, 
mientras que, las ligninas del tallo contienen cantidades considerables de unidades H, 
en una relación H/G/S de 22/56/22. Por tanto, las unidades S predominan en el 
hipocotilo, mientras que las unidades G lo hacen en el tallo. En este sentido, las 
ligninas del hipocotilo de Z. elegans son típicas de las angiospermas mientras que las 
ligninas del tallo se asemejan parcialmente a las de gimnospermas, ya que la suma 
(H+G) constituye el 78% de las tres unidades estructurales (Ros Barceló y cols. 2004).  
 
Figura 1.13. Planta de Zinnia elegans (a), mostrando hipocotilo (flecha) (b) e isoelectroenfoque 
que revela la presencia de la isoenzima de peroxidasa en hipocotilos (1), tallos (2) y cultivos 
celulares (3) de Zinnia elegans (c). 
 
 
IV.2. Biosíntesis de ligninas 
 
El proceso de la lignificación y la ruta de biosíntesis de las ligninas presentan 
numerosas cuestiones referentes, fundamentalmente, al orden de la ruta y al 
mecanismo de dicho proceso. Algunas de dichas cuestiones ya fueron planteadas por 
Neish (1968) y muchas de ellas se mantienen hoy día sin resolver. Este 
desconocimiento parcial del proceso puede justificarse, en parte, si se considera la 
gran dificultad que entraña de por sí su estudio, hecho que queda patente si se tiene 
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en cuenta la observación realizada por Sederoff y cols. (1994), quienes puntualizaron 
que no existe un tejido o especie vegetal donde se haya caracterizado completamente 
la ruta entera de la biosíntesis de las ligninas. Todo ello motiva que los conocimientos 
que se tienen actualmente sobre dicho proceso sean fragmentarios y hayan sido 
obtenidos del estudio concreto de ciertos pasos específicos en diversas especies y 
tejidos vegetales. 
La biosíntesis de las ligninas (Figura 1.14) se desarrolla a través de una larga 
secuencia de reacciones que implican: 
i) La ruta del sikimato, que produce L-fenilalanina y L-tirosina y que se inicia 
con fosfoenol piruvato (PEP, un intermediario de la glucolisis) y eritrosa 4-fosfato (un 
intermediario de la ruta de las pentosas fosfato) (Herrmann 1995). 
ii) La ruta común fenilpropanoide, desde L-fenilalanina (y/o L-tirosina) hasta p-
hidroxicinamoil-CoA. Las enzimas que participan en esta ruta son la fenilalanina 
amonio liasa (PAL, EC 4.3.1.5), la cinamato-4-hidroxilasa (C4H, EC 1.14.13.11), la p-
cumarato-3-hidroxilasa (C3H), y las O-metil-transferasas (OMT) dependientes de S-
adenosil-L-metionina, tales como la cafeoil-CoA-O-metiltransferasa (CCoAOMT, EC 
2.1.1.104) y la p-hidroxicinamato CoA ligasa (4CL, EC 6.2.1.12). Los productos finales 
de esta ruta, los esteres CoA de los ácidos cinámicos, son los precursores de las 
ligninas, pero también de otros compuestos fenólicos como los flavonoides y los 
taninos, que se acumulan en grandes cantidades en las células vegetales.  
iii) La ruta específica de la biosíntesis de las ligninas, que conduce el p-
hidroxicinamoil-CoA hacia la síntesis de los alcoholes cinamílicos. Estas dos 
reacciones son catalizadas por las enzimas p-hidroxicinamoil-CoA reductasa (CCR, 
EC 1.2.1.44) y la p-hidroxicinamil alcohol deshidrogenasa (EC 1.1.1.195) en sus 
formas coniferil alcohol deshidrogenasa (CAD) y sinapil alcohol deshidrogenasa 
(SAD). Intercalada entre estos dos pasos reductores hay una reacción catalizada por 
la coniferilaldehído-5-hidroxilasa (CAld5H), que está acoplada con una OMT específica 
(AldOMT), y que permite la síntesis de unidades siringilo en las angiospermas (Franke 
y cols. 2000, Osakabe y cols. 1999, Li y cols. 2000). 
El último paso en el proceso de la biosíntesis de las ligninas es la oxidación de 
los alcoholes cinamílicos en la pared celular para dar lugar a la formación de los 
correspondientes radicales 4-O-fenoxilo, los cuales polimerizan espontáneamente para 
dar dímeros y oligómeros y, en reacciones posteriores, un polímero creciente de 
lignina. 
Las plantas son los únicos organismos vivientes capaces de conducir el carbono 
desde el metabolismo primario al secundario a través de la biosíntesis de ligninas, y se 
acepta que la adquisición evolutiva de la ruta fenilpropanoide ha jugado un papel clave 
en la capacidad de las plantas para colonizar la tierra, no solo porque uno de los 
productos de la ruta (las ligninas) sirve para fortalecer los órganos aéreos de la planta, 
sino también porque otros productos (los flavonoides) actúan como protectores contra 
la radiación UV. Para integrar esta nueva ruta evolutiva y la ruta general de biosíntesis  
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Figura 1.14. Rutas biosintéticas fenilpropanoide y de los monolignoles. La parte gris oscura se 
encuentra favorecida en angiospermas. La parte gris clara también ocurre dependiendo de las 
condiciones y de las diferentes especies. La parte blanca no juega un papel crucial en la 
biosíntesis de los monolignoles. CAD: cinamil alcohol deshidrogenasa; 4CL: 4-cumarato:CoA 
ligasa; C3H: p-cumarato 3-hidroxilasa; C4H: cinamato-4-hidroxilasa; CCoAOMT: cafeoil-CoA-O-
metiltransferasa; CCR: cinamoil-CoA reductasa; COMT: ácido caféico O-metiltransferasa; HCT: 
p-hidroxycinamoil-CoA: quinato sikimato p-hidroxicinamoiltransferasa; F5H: ferulato 5-
hidroxilasa; PAL: fenilalanina amonioliasa; SAD: sinapil alcohol deshidrogenasa. Tomado de 
Boerjan y cols. 2003.  
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de los aminoácidos aromáticos en el eficiente metabolismo de las plantas vasculares, 
las actividades de las enzimas de la ruta del sikimato están estrechamente 
coordinadas con las actividades de las enzimas de la ruta fenilpropanoide (Whetten y 
Sederoff 1995). 
 
IV.2.1. Regulación transcripcional de la lignificación 
 
Las células lignificadas constituyen un importante sumidero de carbono y 
además no pueden expandirse debido a la deposición de lignina, por lo que la 
lignificación debe ocurrir después de que la célula se haya dividido y aumentado de 
tamaño. Dado el coste metabólico de construir el polímero de lignina, junto con su 
persistencia y las propiedades de las células lignificadas, el momento y la localización 
de la lignificación deben estar fuertemente regulados. Las plantas incapaces de 
sintetizar cantidades normales de lignina pierden su capacidad de sostener su porte 
(Zhong y cols. 1997, Jones y cols. 2001) y, en algunos casos, de defenderse frente a 
patógenos (Franke y cols. 2002). 
La regulación de la biosíntesis de ligninas se ha estudiado principalmente 
mediante el análisis de los promotores de los genes implicados (Devan y cols. 1989, 
Bell-Lelong y cols. 1997, Douglas y cols. 1991, Capellades y cols. 1996). Mediante 
análisis de deleción en los promotores de los genes PAL y 4CL (Hauffe y cols. 1991, 
Levya y cols. 1992) se identificaron elementos cis críticos para la expresión específica 
en los distintos tejidos. 
 
Figura 1.15. Estructura y organización de un gen eucariota. El gen se divide en varias 
secciones. La región transcrita actúa como molde para la síntesis de ARN, que se edita y 
traduce en el producto proteico del gen. La región trascrita contiene secuencias codificantes 
(exones) y secciones no codificantes (intrones). La región transcrita está flanqueada a ambos 
lados por secuencias no codificantes que actúan en la regulación del gen. La mayoría de los 
elementos de las secuencias reguladores están en la región 5’. Los primeros 1000 pb de la 
región 5’ se denominan protomor, ya que contiene secuencias importantes para la “promoción” 
de la transcripción. Estos motivos se llaman “elementos cis”. El elemento cis más conservado 
es la caja TATA, que habitualmente se encuentra en los primeros 50 pb del punto de inicio de 
la transcripción. Tomado de Buchanan y cols. 2000. 
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Los elementos cis (Figura 1.15) son elementos localizados en la misma hebra 
que la región codificante del gen. El elemento cis más básico es la caja TATA, 
presente en la mayoría de genes eucariotas y responsable de la correcta unión de la 
ARN polimerasa II para iniciar la transcripción. Otro elemento cis es la caja CAAT. Los 
genes inducibles casi siempre contienen una caja TATA y al menos otros dos 
elementos cis que juegan un papel importante en las etapas finales de la transducción 
de señales ambientales (Buchanan y cols. 2000). 
Los elementos cis pueden actuar como activadores, contribuyendo a la eficiencia 
de la ARN polimerasa II en el inicio de la transcripción del gen. Los activadores 
pueden funcionar en cualquier orientación del cromosoma y estar localizados a una 
gran distancia de la región codificante del gen. Los activadores pueden regular la 
especificidad de expresión, dictando si un gen se expresa en un tejido u órgano. Esta 
función se mantiene aunque el activador se elimine de su contexto normal y se 
coloque en otro gen, donde se impone la expresión específica de tejido en el nuevo 
gen. En contraste con los activadores, los silenciadores disminuyen la expresión 
génica y son estructuralmente parecidos a los activadores (Buchanan y cols. 2000).  
El análisis de la región reguladora 5’ de varios genes que codifican para enzimas 
implicadas en la biosíntesis de ligninas revela un motivo común. Los promotores de 
estos genes se caracterizan por la presencia de motivos conservados, conocidos 
como elementos AC, cajas H o cajas PAL (Bell-Lelong y cols. 1997, Lacombe y cols. 
2000, Lauvergeat y cols. 2002). Estos motivos deben su nombre a que son ricos en 
citosina y adenosina, y se encuentran en los genes de PAL, C4H, COMT, CCoAOMT, 
4CL, CCR y CAD. La ubicuidad de estos elementos en los promotores de estos genes 
sugiere que podrían actuar como una diana dentro de un mecanismo regulador común 
(Patzlaff y cols. 2003). De los 12 genes que se enumeran como participantes directos 
en la biosíntesis de ligninas en Arabidopsis thaliana, 10 de ellos contienen al menos 
una copia de un elemento AC (Rogers y Campbell 2004). Además de los elementos 
AC, existen otros elementos cis, como el elemento FP56 identificado en el promotor de 
4CL, que también tienen importancia en la regulación de la expresión génica 
(Neustaedter y cols. 1999). 
Existen factores de transcripción que interaccionan con los elementos AC y que 
podrían estar implicados en el control de la lignificación. La familia de factores 
transcripcionales MYB es una de las clases más abundantes en las plantas y la 
subfamilia que contiene el dominio R2R3 de unión al ADN es la más grande (Stracke y 
cols. 2001). Algunas proteínas R2R3-MYB que se unen a los elementos AC se 
hallaron en los promotores de varios genes del metabolismo fenilpropanoide 
(Grotewold y cols. 1994, Sablowski y cols. 1994) y se ha sugerido que estos motivos 
comunes podrían proveer un mecanismo por el que diferentes pasos del metabolismo 
fenilpropanoide se regulen de forma coordinada (Douglas 1996, Martin y Paz-Ares 
1997, Weisshaar y Jenkins 1998). De hecho, muchas proteínas R2R3-MYB tienen 
funciones en la regulación de la biosíntesis fenilpropanoide y regulan la biosíntesis de 
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compuestos fenólicos incluyendo la lignina (Borevitz y cols. 2000, Goicoechea y cols. 
2005, Jin y cols. 2000, Patzlaff y cols. 2003, Tamagnone y cols. 1998).  
El potencial de las proteínas R2R3-MYB de unirse a los elementos AC y regular 
la lignificación se demostró por primera vez en Antirrhinum majus L. (Tamagnone y 
cols. 1998). Cuando alguna de las proteínas AmMYB308 o AmMYB330 se 
sobreexpresa en tabaco transgénico se acumulan menos compuestos fenólicos que en 
las plantas controles y se reduce la cantidad de ligninas en los tejidos vasculares.  
En Pinus taeda la proteína PtMYB4 (Patzlaff y cols. 2003) es capaz de unirse y 
de activar la transcripción de los mismos elementos AC que se implican en la 
expresión en el xilema de los genes que codifican para las enzimas de la ruta de 
biosíntesis de las ligninas. De hecho, cuando se sobreexpresa, aumentan los 
transcritos de genes implicados en la biosíntesis de ligninas. Además, también se 
produjo lignificación en células que normalmente no lignifican, hecho conocido como 
lignificación ectópica. Se ha visto una relación entre la lignificación ectópica y la 
actividad de la familia de proteínas R2R3-MYB (Patzlaff y cols. 2003, Newman y cols. 
2004, Rogers y cols. 2005). 
Aunque esta familia de proteínas son suficientes para inducir la lignificación, 
todavía se desconoce si son necesarias para la misma. Por ejemplo, dos factores 
transcripcionales MADS de Arabidopsis thaliana SHATTERPROOF (SHP)1 Y SHP2 
son necesarios para la lignificación de las valvas de la silicua y son suficientes para 
incrementar la lignificación cuando se sobreexpresan en plantas transgénicas 
(Liljegren y cols. 2000). 
Existen otros factores transcripcionales que tienen la capacidad de regular la 
expresión de algunos genes de la biosíntesis de ligninas. Se ha encontrado en tabaco 
un miembro de la familia LIM (NtLIM1) capaz de unirse a un elemento AC implicado en 
la expresión específica en el xilema de genes que codifican para enzimas de la ruta de 
biosíntesis de ligninas (Kawaoka y cols. 2000). La supresión de NtLIM1 conlleva una 
disminución de los transcritos de varios genes implicados en la biosíntesis de ligninas 
y una reducción del contenido de lignina. 
Nuestro grupo de investigación está caracterizando actualmente el promotor de 
la peroxidasa de Zinnia elegans, que muestra elementos cis de respuesta a diferentes 
hormonas y al peróxido de hidrógeno y óxido nítrico (Ros Barceló y cols. 2008), lo que 
da idea de su alto grado de regulación. 
 
IV.2.2. La etapa de polimerización 
 
La etapa de polimerización es el último paso en el proceso de la biosíntesis de 
ligninas a partir de los alcoholes cinamílicos. Consiste en la oxidación, catalizada por 
las peroxidasas de clase III, de los alcoholes cinamílicos a radicales 4-O-fenoxilo que 
polimerizan espontáneamente para dar oligómeros y, en etapas subsecuentes, un 
polímero creciente de lignina (Higuchi 1990, Hapiot y cols. 1994). Dichos radicales 
fenoxilo pueden acoplarse entre ellos dando lugar a los diferentes bloques 
estructurales que aparecen en las ligninas naturales. 
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Los alcoholes hidroxicinamílicos son dimerizados y polimerizados en las paredes 
celulares del xilema en una reacción dependiente del H2O2 (Nose y cols. 1995, Ros 
Barceló y Pomar 2001) suministrado por una enzima tipo NADPH oxidasa (Ros 
Barceló 1998a). Los dímeros de los alcoholes p-hidroxicinamílicos (los dilignoles), no 
son los productos finales de la ruta y pueden ser oxidados por las peroxidasas para 
producir un polímero creciente de lignina que permanece anclado a la pared celular 
(Figura 1.15). Las ligninas se pueden unir a los polisacáridos de la pared celular por la 
adición nucleofílica de los grupos hidroxilo de los polisacáridos a la estructura metiluro 
quinona que resulta del acoplamiento β-O-4 de dos radicales monolignoles. A través 
de este mecanismo, las ligninas aportan fuerza a las paredes celulares vegetales, 
facilitan el transporte de agua e impiden la degradación de los polisacáridos de la 
pared, actuando así como una mejor línea de defensa contra vertebrados herbívoros, 




Figura 1.16. Modelo de lignificación mediado por dilignoles durante la diferenciación a 
traqueidas de las células de mesófilo de Zinnia elegans. El alcohol coniferílico se secreta desde 
las traqueidas en diferenciación y las células parenquimáticas, y se acumula en el medio (1). 
Tras el inicio de los engrosamientos de la pared celular secundaria de las traqueidas, el alcohol 
coniferílico secretado se dimeriza rápidamente en dilignoles por las peroxidasas que se liberan 
al medio y/o se localizan en las paredes celulares secundarias de las traqueidas (2). Los 
dilignoles se polimerizan en ligninas por la peroxidasa unida a las paredes celulares 
secundarias de las traqueidas, incluso después de sufrir la muerte celular programada (3). N: 
núcleo; C: cloroplasto; V: vacuola; CA: alcohol coniferílico; PO: peroxidasa. TE: elementos 
traqueales. Esquema tomado de Tokunaga y cols. 2005. 
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De forma general se ha considerado que las peroxidasas son las principales 
enzimas implicadas en esta etapa de polimerización, ya que presentan una correlación 
tanto espacial como temporal con la lignificación de la pared celular. No obstante, los 
resultados de diversos estudios realizados en los últimos años han motivado un 
resurgimiento de aquellas teorías en las que se sugería que otras enzimas, tales como 
las lacasas, podrían desempeñar un papel clave en los procesos de polimerización de 
los alcoholes cinamílicos (O'Malley y col. 1993, Dean y Eriksson 1994). 
Lewis y Yamamoto (1990) establecieron cuatro criterios básicos que deberían 
cumplir aquellas enzimas implicadas en la polimerización de los alcoholes cinamílicos 
en la pared celular. Estos criterios son: 
i) mostrar una especificidad de sustrato por los alcoholes 
cinamílicos 
ii) presentar una localización subcelular en la pared celular 
iii) conocerse su estructura primaria  
iv) presentar una correlación temporal con las fases de 
lignificación activa de la pared celular.  
A estos cuatro criterios, Ros Barceló (1997) añadió dos nuevos: 
v) que la enzima presente una extensa distribución dentro de 
todas las especies de plantas vasculares hasta ahora conocidas 
vi) que la enzima presente una alta afinidad para los alcoholes 
cinamílicos durante su oxidación a compuestos de tipo lignina. 
Muy pocas de las enzimas que actualmente se cree que pueden estar 
implicadas en la lignificación reúne todos estos requisitos antes mencionados. En el 
caso de las lacasas, éstas presentan una baja afinidad por los alcoholes cinamílicos, 
una incapacidad manifiesta de formar compuestos altamente polimerizados de tipo 
lignina y, en muchos casos, una falta de correlación cuantitativa entre los niveles de la 
enzima y la lignificación (Alba y cols. 1996). En el caso de las peroxidasas resulta 
difícil imaginar que una única isoenzima sea la responsable en exclusiva de un 
proceso tan complejo y organizado como es la polimerización de los alcoholes 
cinamílicos a ligninas. No obstante, las peroxidasas reúnen bastantes de los requisitos 
previamente definidos. Así, estas enzimas muestran una gran afinidad por los 
alcoholes cinamílicos durante su oxidación a compuestos de tipo lignina, muestran una 
correlación cuantitativa con la lignificación de la pared celular y, por último, están 
presentes en altos niveles en los tejidos lignificantes de todas las plantas vasculares. 
 
IV.2.3. Restricciones impuestas por el mecanismo de polimerización 
 
El mecanismo de polimerización, tal como actualmente es conocido 
(Freudenberg y cols. 1965, Hatfield y Vermerris 2001), impone ciertas restricciones al 
proceso de lignificación. Si los sustratos (los monolignoles y el H2O2) son 
suministrados a las células del xilema por las células del parénquima vecinas, como 
parece probable (Hosokawa y cols. 2001, Ros Barceló y Pomar 2003), se puede 
esperar un gradiente de difusión de los bloques de lignina desde la membrana 
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plasmática de las células del parénquima hasta las paredes celulares secundarias de 
los vasos del xilema. Este gradiente de concentración, probablemente, también ocurre 
para la peroxidasa que se concentra principalmente en la lámina media debido a sus 
propiedades de unión a las pectinas (Ferrer y cols. 1992, Carpin y cols. 2001), y cuyos 
niveles en las paredes celulares secundarias son bajos comparados con los niveles en 
las paredes celulares primarias. Esto produce dos zonas topográficas claramente 
definidas en las paredes celulares lignificantes:  
• Una (caracterizada por elevados niveles de peroxidasa y alta difusión de 
sustratos) localizada en la pared celular primaria de las células del parénquima del 
xilema y de los vasos. 
•  Otra (caracterizada por bajos niveles de peroxidasa y baja difusión de 
sustratos) localizada más allá de las paredes celulares primarias, por ejemplo, en los 
engrosamientos de la pared celular secundaria de los vasos del xilema.  
Esto produce dos tipos de polimerización: una rápida (en la pared celular 
primaria) y la otra lenta (en la pared celular secundaria). La polimerización rápida, 
como probablemente ocurre en la lámina media y en las paredes celulares primarias, 
favorece el acoplamiento C-C de los monolignoles en polímeros muy ramificados, ricos 
en enlaces interunitarios β-5, β-1, β-β, 5-5 y 5-O-4. En contraste, la polimerización 
gradual que ocurre en las paredes celulares secundarias, favorece el acoplamiento β-
O-4 de los monolignoles en polímeros relativamente lineales (Lai y Sarkanen 1975), un 
proceso favorecido a pH 5,5 (Grabber y cols. 2003), el pH de la pared celular 
secundaria de los elementos del xilema (Roberts y Haigler 1994). El hecho de que 
estos dos tipos de polimerización ocurran en las paredes celulares lignificantes se 
apoya tanto en medidas in situ como en cálculos teóricos de la reactividad de los 
radicales. Así, las ligninas ricas en residuos H son depositadas principalmente en las 
paredes celulares primarias y están fuertemente entrecruzadas (Terashima y 
Fukushima 1988, Chabannes y cols. 2001, Ruel y cols. 2002), mientras que las 
ligninas ricas en residuos G y S son principalmente depositadas en las paredes 
celulares secundarias, y el polímero formado es principalmente lineal, en el que los 
esqueletos de los monolignoles se unen por enlaces β-O-4 (Chabannes y cols. 2001, 
Ruel y cols. 2002). 
 
IV.2.4. Restricciones impuestas por la heterogeneidad de los monómeros  
 
Desde una perspectiva evolutiva, las ligninas están uniformemente distribuidas 
desde las pteridofitas y las gimnospermas primitivas hasta las monocotiledóneas más 
evolucionadas. Con muy pocas excepciones, la ruta de los monolignoles, que 
proporciona las ligninas en las pteridofitas y en las gimnospermas, sólo utiliza los 
alcoholes p-cumarílico y coniferílico, mientras que en angiospermas la ruta biosintética 
de las ligninas se ramifica para usar el alcohol sinapílico como sustrato. La ruta 
biosintética de las ligninas, al menos hasta donde concierne a sus precursores, los 
alcoholes p-cumarílico y coniferílico, está muy conservada a lo largo de la evolución de 
las plantas vasculares y, sólo en grupos recientes (las angiospermas), el alcohol 
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sinapílico forma parte de los bloques estructurales. Sin embargo, los análisis por 
tioacidolisis y RMN (Resonancia Magnética Nuclear) de la fracción β-O-4 de la lignina 
de varias gimnospermas y angiospermas revelan la presencia de otros monómeros 
menores, además de los monolignoles principales, cuya presencia en una especie 
vegetal dada depende de su posición filética.  
Así, aunque la mayoría de los bloques encontrados en las ligninas naturales son 
principalmente derivados de los alcoholes p-hidroxicinamílicos, la RMN confirma que 
los p-hidroxicinamaldehídos también se incorporan en los polímeros crecientes de 
lignina, siendo esto especialmente evidente en los mutantes de la CAD (Kim y cols. 
2002).  
 
Figura 1.17. Estructuras de los monolignoles unidos por enlaces β-O-4 (I), monolignoles O-4-
terminales (II), dihidromonolignoles O-4-terminales (III), p-hidroxicinamaldehídos O-4-
terminales (IV), p-hidroxibenzaldehídos O-4-terminales (V), y ácidos p-hidroxicinámicos O-4-
terminales (VI) observados por tioacidolisis.  
 
De hecho, la incorporación de los p-hidroxicinamaldehídos en las ligninas es un 
proceso bastante selectivo, en el que el sinapilaldehído forma enlaces β-O-4 con 
unidades guaiacilo y siringilo, mientras que el coniferilaldehído sólo forma enlaces β-
O-4 con unidades siringilo (Kim y cols. 2002). 
La tioacidolisis es capaz de revelar la presencia de componentes inusuales en 
las paredes lignificadas (Lapierre y cols. 1995; Ros Barceló y cols. 2003). La mayoría 
de estos compuestos aparecen como unidades O-4-terminales (Figura 1.17), 
sugiriendo que la heterogeneidad en la composición monomérica de ligninas parece 
principalmente restringida a los enlaces O-4-terminales, mientras que el núcleo lineal 
β-O-4 (Figura 1.17) está compuesto exclusivamente de alcohol coniferílico unido por 
enlaces β-O-4 (en gimnospermas) o por unidades intercaladas de alcohol coniferílico y 
sinapílico unidas por enlaces β-O-4 (en angiospermas). Estas unidades O-4-terminales 
actúan como puntos de nucleación (iniciación) para el crecimiento de las ligninas 
(Figura 1.18), y surgen del enlace en la posición β de un radical monolignol (alcohol 
coniferílico o sinapílico) con la especie radical del grupo fenólico en la posición O-4, al 
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cual se unirían en pasos sucesivos los radicales de los alcoholes cinamílicos (Figura 
1.18), permitiendo a la red de lignina crecer indefinidamente. 
 
 
Figura 1.18. Flujo esquemático de la adición de los radicales coniferilo y sinapilo en la posición 
β a la especie radical del alcohol coniferílico en la posición O-4. La red de lignina surge del 
acoplamiento de un radical monolignol en su posición β con otro radical monolignol en posición 
O-4, de forma que el radical fenólico actuaría como punto de nucleación, al cual, se unirían en 
pasos sucesivos los radicales de los alcoholes cinamílicos. R= H, coniferilo; R= OCH3, sinapilo. 
 
 
V. Las Peroxidasas vegetales 
 
Las peroxidasas (H2O2: donador de hidrógeno: H2O2 oxidorreductasas) son 
hemoproteínas que catalizan la oxidación monoeléctrica de diferentes sustratos a 
expensas del H2O2: 
 
2RH + H2O2  →  2R + 2H2O 
 
Las peroxidasas están ampliamente distribuidas en el reino vegetal, habiéndose 
encontrado en Euglenofitas (Shigeoka y cols. 1980), Rodofitas (Collen y cols. 1994), 
Clorofitas (Vanden Driessche y cols. 1984, Weger 1997), Briofitas (Matlok y cols. 
1989), Pteridofitas (Bakardjieva y cols. 1996), y en todas las Espermatofitas 
estudiadas (Siegel 1993). 
Las peroxidasas se clasifican en dos grandes superfamilias, una que incluye a 
las peroxidasas vegetales, fúngicas y bacterianas, y otra superfamilia no relacionada 
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estructuralmente con la anterior constituida por las peroxidasas animales (Welinder 
1992, Hiraga y cols. 2001). A su vez, dentro de la superfamilia de las peroxidasas 
vegetales, fúngicas y bacterianas se han definido tres clases en base a las diferencias 
estructurales que existen entre ellas: 
- Clase I: está compuesta por la citocromo c peroxidasa mitocondrial de 
levaduras, la ascorbato peroxidasa cloroplástica y citosólica de plantas superiores y 
las peroxidasas bacterianas (Jespersen y cols. 1997). No poseen naturaleza 
glicoprotéica, están localizadas en cloroplastos, mitocondrias, peroxisomas y citosol, y 
muestran una moderada especificidad de sustrato para el ácido ascórbico. 
Adicionalmente, estas peroxidasas de la clase I son inhibidas por reactivos del grupo 
tiol como el p-cloromercurobenzoato y, en general, son consideradas como muy 
termolábiles. 
- Clase II: agrupa a todas las peroxidasas fúngicas de secreción (manganeso 
peroxidasas).  
- Clase III: contiene todas las peroxidasas vegetales de secreción y muestran 
características distintas a otras peroxidasas vegetales. Son de naturaleza 
glicoprotéica, están localizadas en las vacuolas y en las paredes celulares. Estas 
peroxidasas muestran una baja especificidad de sustrato, con una moderada, pero 
notable, afinidad por el alcohol coniferílico, además de presentar una inusual 
estabilidad térmica. Todas estas características las distinguen de las ascorbato 
peroxidasas vegetales (clase I). 
 
 
Figura 1.19. Esquema propuesto para ilustrar la naturaleza, la localización y la regulación del 
sistema de producción de H2O2 y su utilización por la peroxidasa en el xilema lignificante de 
Zinnia elegans. 
 
V.1. Naturaleza y estructura 
 
Las peroxidasas vegetales de secreción (EC.1.11.1.7) son glicoproteínas cuyo 
peso molecular generalmente está comprendido entre 30 y 45 kD (McMannus y 
Ashford 1997). Contienen como grupo prostético una molécula de protohemina IX 
(hemo b). En su estado nativo, el átomo de hierro se encuentra en el estado de 
                                                                                                                                     Introducción 
49 
oxidación formal +3 [Fe(III)] (Figura 1.20). Este hierro está pentacoordinado con los 
cuatro átomos de nitrógeno de la estructura tetrapirrólica del grupo hemo, y con un 
átomo de nitrógeno de un residuo de histidina proximal. La sexta posición de 
coordinación se encuentra libre determinando así el estado de alto espín para el hierro 
(Banci 1997). El grupo prostético (Figura 1.21) resulta esencial para la actividad 
enzimática ya que su eliminación provoca la total inactivación de la enzima (Chibbar y 





Figura 1.20. Grupo hemo b. El hierro se encuentra en su estado de oxidación formal +3 
[Fe(III)]. Este hierro está pentacoordinado con los cuatro átomos de nitrógeno de la estructura 
tetrapirrólica del grupo hemo, y con un átomo de nitrógeno de un residuo de histidina proximal. 
La sexta posición de coordinación se encuentra libre determinando así el estado de alto espín 
para el hierro. Este grupo prostético resulta esencial para la actividad enzimática ya que su 




Figura 1.21. Ordenación espacial del centro activo de las peroxidasas. El grupo hemo (en rojo) 
esta coordinado por la histidina proximal, H170, y el sexto sitio de coordinación está vacante 
(a). Estructura tridimensional de la isoenzima C de la peroxidasa de rábano (HRP C); las 
regiones plegadas helicoidalmente se muestran en púrpura, y las láminas-β en amarillo (b). El 
grupo hemo se encuentra entre los dominios distal (arriba) y proximal (abajo) de la enzima. Los 
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En la estructura plegada se observa la presencia de dos iones Ca2+ estructurales 
(Barber y cols. 1995) necesarios para su estabilidad (Pappas y Cass 1993). Además 
de estabilizar la estructura plegada, el Ca2+ también es considerado un activador de 
las peroxidasas vegetales de secreción (Iori y cols. 1995, Converso y Fernández 
1996). 
Los ADNs complementarios (ADNc) que codifican la peroxidasa han sido 
aislados de varias especies vegetales (Bartonek-Roxa y cols. 1991, Tyson y Dhindsa 
1995), entre ellas Arabidopsis thaliana (Østergaard y cols. 1996), Zea mays 
(Teichmann y cols. 1997), Ipomoea batatas L. (Huh y cols. 1997), Asparagus officinalis 
L. (Holm y cols. 2003), Solanum tuberosum L. (Huh y cols. 1997, Kim y cols. 2002), 
Phaseolus vulgaris L. (Blee y cols. 2001b), Zinnia elegans (Gabaldón y cols. 2005). 
La clonación, expresión y análisis de los ADNc y los ADN genómicos de las 
peroxidasas de plantas superiores se ha llevado a cabo con éxito en varias ocasiones 
(Yoshida y cols. 2003, Fossdal y cols. 2001, Assigbetse y cols. 1999, Carpin y cols. 
2001, Christensen y cols. 2001, Cheong y cols. 2002, Fujiyama y cols. 1990, Hiraga y 
cols. 2000, Botella y cols. 1993, Collinge y Boller 2001, Ito y cols. 2000). La mayoría de 
los ARNm de las peroxidasas vegetales codifican un péptido señal de entrada al 
retículo endoplásmico que dirige a la proteína hacia la ruta de secreción. Algunos 
ARNm, como en el caso de la peroxidasa de rábano C y la peroxidasa 1 de cebada, 
también poseen un propéptido carboxi-terminal que puede ser responsable de su 
deposición en las vacuolas (Welinder 1992, Carpin y cols. 1999). 
Figura 1.22. Estructura del glicano mayoritario de la isoenzima C de la peroxidasa de rábano 
(HRP). Tomado de McMannus y Ashford 1997. 
 
La glicosilación de la enzima varía entre el 0 y el 25 %, siendo los principales 
azúcares la N-acetilglucosamina, la manosa, la fucosa y la xilosa. La mayoría de los 
oligosacáridos tienen un alto contenido en manosa (Figura 1.22) (Gray y cols. 1996, 
Yang y cols. 1996, McMannus y Ashford 1997, Wilson 2002). La glicosilación es uno 
de los factores principales que determinan la inusual estabilidad térmica de las 
peroxidasas vegetales de secreción (McEldoon y Dordrick 1996) ya que la eliminación 
de estos oligosacáridos normalmente afecta la cinética de las peroxidasas, su 
estabilidad térmica, su resistencia a las proteasas (por ejemplo tripsina), su estructura 
secundaria, y sus propiedades inmunológicas (Sánchez-Romero y cols. 1994, Tams y 
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Las peroxidasas vegetales de secreción son un grupo de enzimas que muestran 
un alto grado de polimorfismo, cuya extensión puede ser fácilmente estudiada 
mediante enfoque isoeléctrico. De acuerdo con su punto isoeléctrico (pI), las 
isoenzimas de la peroxidasa se clasifican en ácidas (pI < 7.0), moderadamente 
básicas (7.0 > pI < 9.0) o fuertemente básicas (pI > 9.0) (Ros Barceló y cols. 1997, 
Ros Barceló y Pomar 2001, Quiroga y cols. 2000). Estos distintos grupos muestran 
una diferente localización subcelular pero una especificidad de sustrato similar. Estas 
semejanzas en las características bioquímicas mostradas por las peroxidasas, junto 
con el elevado grado de polimorfismo, es uno de los factores que más desconcierta a 
la mayoría de los investigadores que estudian las funciones metabólicas de estas 
enzimas. 
Las plantas superiores codifican normalmente de 8 a 15 familias génicas de la 
peroxidasa, algunas de las cuales contienen dos o tres genes muy similares (Welinder 
1992). En rábano se han secuenciado nueve genes distintos que comparten entre el 
50-95 % de homología. Sin embargo, la resolución de isoenzimas de la peroxidasa de 
rábano por isoelectroenfoque revela la existencia de 42 isoenzimas (Hoyle 1977). Esto 
indica que más de una de las posibles isoenzimas determinadas por isoelectroenfoque 
pueden originarse a partir de un mismo gen, de modo que su origen debe radicar en 
los diferentes patrones de glicosilación resultantes de las modificaciones post-
transcripcionales (Green y Oliver 1991). Otra fuente de polimorfismo y heterogeneidad 
puede provenir de las modificaciones covalentes o alteraciones conformacionales, 
incluyendo alteraciones alostéricas con componentes de bajo peso molecular, por 
ejemplo los fenoles presentes en la célula vegetal (Ros Barceló y cols. 1987). Estas 
interacciones también pueden modificar sus propiedades catalíticas (Ros Barceló y 
Muñoz 1989), ampliando así su papel metabólico. 
Los 73 genes de peroxidasas de la clase III descubiertos en Arabidopsis thaliana 
se han utilizado para establecer las diferentes relaciones evolutivas de las peroxidasas 
en el reino vegetal (Duroux y Welinder 2003). Estos 73 genes se han agrupado en 
grupos similares y se han hecho estudios comparativos en dicotiledóneas, 
monocotiledóneas y otros grupos principales de plantas terrestres y algas, 
estableciendo que las peroxidasas de la clase III aparecieron en el momento en el que 
las plantas colonizaron la tierra. 
 
V.3. Localización tisular y subcelular 
 
Probablemente, para compensar su amplia especificidad de sustrato, la 
peroxidasa es una enzima que presenta una compartimentalización tisular muy 
específica. Así la peroxidasa está localizada en los tejidos meristemáticos (Crevecoeur 
y cols. 1997), en las células epidérmicas (Goldberg y cols. 1987, Hendriks y van Loon 
1990, Ferrer y Ros Barceló 1994a) y vasculares (Czaninski y Catesson 1969, Ros 
Barceló y cols. 2002a). En las células vasculares, la peroxidasa puede estar localizada 
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en el xilema (Ferrer y Ros Barceló 1994b) y, secundariamente, en las células del 
cambium y del floema. En los frutos, la peroxidasa está fundamentalmente localizada 
en las células epidérmicas y del xilema (Calderón y cols. 1993); y en las hojas, la 
peroxidasa también está compartimentalizada en las células del mesófilo (Sottomayor 
y Ros Barceló 1997). 
En todos estos tejidos, la peroxidasa se encuentra localizada tanto en las 
paredes celulares como en las vacuolas. Sin embargo, en las células meristemáticas 
(Crevecoeur y cols. 1997), cambiales (Ros Barceló y cols. 1991) y del mesófilo 
(Sottomayor y Ros Barceló 1997), las peroxidasas están principalmente localizadas en 
la vacuola, bien en forma soluble (Crevecoeur y cols. 1997) o bien firmemente ligadas 
a la cara interna del tonoplasto (Ros Barceló y cols. 1991, Sottomayor y Ros Barceló 
1997). Esta situación es ligeramente diferente en las células epidérmicas y del xilema, 
donde la peroxidasa está localizada principalmente en las paredes celulares, tanto en 
las paredes celulares primarias (Goldberg y cols. 1987), fundamentalmente a nivel de 
las esquinas celulares y la lámina media, como en los engrosamientos secundarios 
(Ros Barceló 1995, Ros Barceló y cols. 2002a); siendo las pectinas uno de los factores 
que contribuyen a la distribución específica de las diferentes isoenzimas de la 
peroxidasa en los diferentes dominios de la pared celular (Ros Barceló y cols. 1988). 
Estas particularidades también conciernen a la compartimentalización de las 
isoenzimas de la peroxidasa. De hecho, es de resaltar que, mientras que el espectro 
completo de peroxidasas (ácidas y básicas) se localiza en las paredes celulares, en 
las vacuolas sólo hay peroxidasas fuertemente básicas (Pedreño y cols. 1993). Esto 
indica que en la biosíntesis y recambio de los metabolitos secundarios como los 
fenoles y los alcaloides, que se compartimentalizan principalmente en la vacuola, 
están implicadas sólo las peroxidasas básicas (Pedreño y cols. 1993, Ros Barceló y 
cols. 1997), mientras que en la biosíntesis de las ligninas y los entrecruzamientos de la 
extensina y de los grupos feruloilo de las pectinas (reacciones que tienen lugar en las 
paredes de la célula vegetal) están implicadas los dos tipos de peroxidasas. 
 
V.4. Especificidad de sustrato 
 
El papel que desempeñan las peroxidasas en la polimerización de los alcoholes 
cinamílicos se ha descrito desde numerosas aproximaciones experimentales. Así, en 
tejidos lignificantes de tabaco (Lagrimini y cols. 1987), tomate (Mohan y cols. 1993) y 
de Populus kitakamiensis (Osakabe y cols. 1994) se expresan tanto los promotores del 
gen de la peroxidasa como una acumulación de sus transcritos.  
Tanto las peroxidasas ácidas como las básicas son capaces de oxidar a los 
alcoholes p-cumarílico y coniferílico. Sin embargo, este hecho no está tan claro en el 
caso del alcohol sinapílico, que no es sustrato de muchas peroxidasas ácidas (Ros 
Barceló y cols. 1987; Dean y Eriksson 1994, Tsutsumi y cols. 1994, Takahama 1995, 
Bernards y cols. 1999). Estos resultados sugieren que, aunque las reacciones 
catalizadas por la peroxidasa están conducidas por fuerzas termodinámicas redox, la 
acomodación del sustrato en el centro catalítico de la enzima determina el papel real 
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que juega cada isoenzima de la peroxidasa en la biosíntesis de ligninas. Así, y aunque 
ocasionalmente se ha observado que algunas peroxidasas ácidas son capaces de 
oxidar residuos siringilo, tales como los presentes en la siringaldazina (Quiroga y cols. 
2000, Christensen y cols. 2001), parece claro, por estudios de cristalografía de rayos 
X, que la oxidación del alcohol sinapílico por ciertas peroxidasas ácidas está 
dificultada estéricamente debido a interacciones hidrofóbicas desfavorables entre los 
átomos metoxi del alcohol sinapílico y los residuos conservados I-138 y P-139 en el 
sitio de unión al sustrato (Østergaard y cols. 2000) de la enzima. Este solapamiento 
aparentemente no ocurre en el sitio de unión al sustrato de las peroxidasas ácidas que 
oxidan a la siringaldazina (Christensen y cols. 2001), y por supuesto, tampoco ocurre 
en la mayoría de las peroxidasas básicas, donde el residuo I-138 está sustituido por el 
residuo L-138. Aunque no está claro si este es el único factor que condiciona la 
preferencia de sustrato de las peroxidasas básicas, la capacidad de estas enzimas 
para oxidar residuos siringilo está universalmente aceptada (Tsutsumusi y cols. 1994, 
Bernards y cols. 1999, Quiroga y cols. 2000, Ros Barceló y cols. 2000, Ros Barceló y 
Pomar 2001, Aoyama y cols. 2002), lo cual explicaría por qué la supresión antisentido 
de las peroxidasas básicas en plantas transgénicas disminuye tanto los niveles de 
unidades G como de S (Blee y cols. 2003), mientras que la supresión antisentido de 
ciertas peroxidasas ácidas sólo produce la disminución de los niveles de unidades G 
(Li y cols. 2003). 
 
V.5. Papel fisiológico en la lignificación 
  
Aunque en un principio puede considerarse que las peroxidasas son las 
candidatas más adecuadas para realizar el proceso de polimerización de los alcoholes 
cinamílicos, diversos estudios realizados con plantas transgénicas de tabaco muestran 
que una reducción significativa en la expresión de una isoenzima ácida de la 
peroxidasa no viene acompañada de una reducción de la lignificación (Lagrimini 1991), 
y arrojan ciertas dudas sobre la participación exclusiva de las peroxidasas ácidas en 
este proceso. 
Otro aspecto que deberían cumplir las enzimas que participasen en la 
polimerización de los alcoholes cinamílicos es la de presentar una correlación 
cuantitativa con la lignificación. En el caso de las peroxidasas, esta correlación ha sido 
frecuentemente descrita en el endocarpo de melocotón (Abeles y Biles 1991), en fibras 
de lino (McDougall 1992), en álamo (Baier y cols. 1993), en agujas de pícea noruega 
(Polle y cols. 1994) y en células en suspensión de Zinnia elegans durante la 
diferenciación en traqueidas (Sato y cols. 1995a). Sin embargo, en ninguno de los 
casos anteriormente citados ha sido una sola peroxidasa, ya sea básica o ácida, la 
única implicada en esas correlaciones. De todos estos estudios se desprende la 
conclusión de que más de una isoenzima parece estar implicada en la polimerización 
de los alcoholes cinamílicos. Estos estudios podrían explicar por qué la reducción en la 
expresión de una isoenzima de peroxidasa individual no está acompañada por una 
reducción en la lignificación de la pared celular. 
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Este hecho, más que una desventaja, podría ser una ventaja ya que la aparente 
redundancia en la función biológica mostrada por las isoenzimas de la peroxidasa 
podría ser la causa de la heterogeneidad mostrada por las ligninas dentro de las 
diferentes áreas de la pared celular (Ros Barceló 1997).  
Las distintas isoenzimas de la peroxidasa pueden mostrar una cierta 
especificidad de sustrato y fuertes diferencias en su reactividad con los alcoholes 
cinamílicos. Cuando se estudian las afinidades de varias peroxidasas básicas aisladas 
de tejidos lignificantes por los alcoholes cinamílicos, se observan valores de kM del 
orden de 10-400 μM (Takahama 1993, Ros Barceló 1998b). Estos valores de kM, 
mostrados por las peroxidasas, son menores que los mostrados por las lacasas 
vegetales (12 mM) (Bao y cols. 1993), y se encuentran dentro del orden (5-500 μM) de 
los valores de afinidad mostrados por las enzimas precedentes en la ruta biosintética 
(Grisebach 1981, Dharmawardhana y cols. 1995). En este punto, no se debe olvidar 
que los valores de kM de las peroxidasas con respecto al alcohol coniferílico presentan 
una cierta dependencia de la concentración de H2O2, siendo proporcionalmente menor 
al descender la concentración de H2O2 (Ros Barceló 1998b). De hecho, los valores de 
kM mostrados para el H2O2 por muchas peroxidasas, cuando se usan concentraciones 
de alcohol coniferílico entre 30 y 160 μM (Takahama 1993, Ros Barceló 1998b), 
sugieren que dichas enzimas se encuentran muy bien adaptadas a trabajar en 
presencia de bajas concentraciones de H2O2. 
Debido a la necesidad que tienen las peroxidasas del H2O2 para su actuación, es 
lógico pensar que para que las peroxidasas tuvieran un papel activo en la lignificación 
de la pared celular, no sólo es indispensable que éstas se encuentren localizadas en 
las mismas áreas de la pared celular que lignifica, sino que también es necesario que 
en ellas, las peroxidasas permanezcan activas. Por ello, es conveniente, aunque no 
indispensable (Ferrer y cols. 1990), que dichas áreas de la pared celular muestren una 
producción de H2O2 con el fin de favorecer la actividad de las peroxidasas.  
 
V.6. La peroxidasa básica de Zinnia elegans 
 
Los tallos y los hipocotilos de Zinnia elegans expresan la misma isoenzima 
básica de peroxidasa (López-Serrano y cols. 2004). Esta isoenzima de peroxidasa es 
capaz de oxidar tanto los alcoholes coniferílico y sinapílico, como el coniferilaldehído y 
el sinapilaldehído. Además, la versatilidad de esta enzima es tal que la preferencia de 
sustrato cubre los tres p-hidroxibenzaldehídos y los tres ácidos p-hidroxicinámicos 
(Ros Barceló y cols. 2003). Sin embargo, los ácidos p-hidroxibenzoicos son peores 
sustratos de la enzima y su capacidad para oxidarlos se encuentra restringida al ácido 
siríngico. 
La afinidad de esta peroxidasa de naturaleza fuertemente básica por los 
alcoholes p-hidroxicinamílicos, y sus correspondientes aldehídos, es similar (Ros 
Barceló y Pomar 2001) a la mostrada por las enzimas precedentes de la ruta de 
biosíntesis de las ligninas (la CAld5H y la CAD), que también usan los alcoholes p-
hidroxicinamílicos y sus correspondientes aldehídos como sustratos. Estos resultados 
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indican que la ruta de biosíntesis de las ligninas no presenta sumideros metabólicos en 
los que los sustratos puedan acumularse, como se desprende de los flujos 
metabólicos en las células lignificantes (Anterola y cols. 1999). Todo esto sugiere que 
esta peroxidasa juega un papel clave en la lignificación de la pared celular, lo cual está 
apoyado por su localización en el xilema (Ros Barceló y cols. 2000 y 2002b, López-
Serrano y cols. 2004). En este punto, cabe mencionar que la versatilidad que 
presentan ciertas enzimas es una de las fuerzas motrices de la evolución de las 
plantas terrestres, y hoy día existe un consenso general (Boerjan y cols. 2003) de que 
las peroxidasas confieren una elevada plasticidad metabólica a la ruta biosintética de 
las ligninas. En el caso de esta peroxidasa básica, el significado real de su versatilidad 
parece ser el siguiente: la existencia en plantas de esta peroxidasa capaz de catalizar 
con alta afinidad y elevada actividad catalítica la polimerización de los tres alcoholes p-
hidroxicinamílicos y de los tres ácidos p-hidroxicinámicos, y sus correspondientes 
derivados, hace que la heterogeneidad de los precursores de las ligninas no sea 
prohibitiva, ni suponga un elevado coste metabólico para la planta. De hecho, la 
versatilidad (plasticidad metabólica) de esta peroxidasa básica confiere un cierto 
sentido a la heterogeneidad de la ruta de biosíntesis de las ligninas. El hecho de que la 
proteína se exprese en hipocotilos, tallos y cultivos celulares de Zinnia elegans 
(Gabaldón y cols. 2005) sugiere que esta proteína no sólo cumple todos los 
requerimientos catalíticos para estar implicada en la lignificación superando todas las 
restricciones impuestas por el paso de polimerización, sino que también su expresión 
es inherente a la lignificación. La naturaleza de su punto isoeléctrico (pI) básico no es 
algo excepcional, ya que las peroxidasas básicas se expresan diferencialmente 
durante la lignificación en otros sistemas modelo (Quiroga y cols. 2000, Holm y cols. 
2003), mostrando propiedades bioquímicas inusuales y únicas como la oxidación de 
los residuos siringilo (Aoyama y cols. 2002). 
 
 
VI. Ligninas y evolución 
 
VI.1. Evolución de los tejidos vasculares y de sostén de las plantas 
 
La necesidad de agua de la planta está determinada por la tasa de transpiración 
que se produce en el intercambio gaseoso. Los requerimientos de agua para 
fotosíntesis y crecimiento son, en comparación, de menor importancia.  
El uso eficiente del agua para la fotosíntesis en las plantas terrestres pudo haber 
sufrido fluctuaciones y las plantas pudieron controlar su uso eficiente del agua, hasta 
cierto punto, por ajustes en la temperatura foliar y la capacidad fotosintética (Lambers 
y cols. 1998) de tal forma que el rango de cambios fisiológicos pudo estar dictado por 
las concentraciones de CO2 atmosférico.  
La colonización de la tierra y el origen de los más importantes clados durante el 
inicio del Carbonífero fueron facilitados por niveles muy altos de CO2 atmosférico 
(Sperry 2003). 
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Estas condiciones pudieron haber favorecido a sistemas con relativamente baja 
conductancia hidráulica y con, al mismo tiempo, alta capacitancia (capacidad para 
almacenar agua), una combinación fortuita que facilitó el origen de plantas no 
vasculares y de las primeras plantas vasculares con capacidad de transporte 
necesariamente limitadas y con buena capacitancia por las delgadas y elásticas 
paredes celulares del tejido parenquimático (Sperry 2003). 
La evolución del sistema de transporte de agua tuvo que ser muy eficiente para 
evitar la privación de la planta (Figura 1.23). La inversión de la planta en tejido 
vascular fue mínima porque el agua fluye a través de tubos de alta conductancia, de 
células muertas, con mínimo coste de mantenimiento. El coste de la transpiración fue 
reducido a la presión del flujo negativo inducido por el apoplasto ("estrés dinámico del 
agua"), la construcción de una red de conducción y las pocas capas de tejido vivo, 
entre los conductos y el suelo, que filtran el agua (Sperry 2003). 
 
 
Figura 1.23. Eventos en la historia de las plantas. La filogenia muestra hipotéticas relaciones 
entre plantas actuales y fósiles (Kenrick y Crane 1997, Doyle 1998, Judd y cols. 2002). Las 
líneas gruesas indican la presencia en el registro fósil. (L) licófitos, (E) eufilófitos. Los números 
indican el momento en el que se produjeron los principales eventos evolutivos (1: cutícula, 2: 
estoma, 3: hidroides, 4: traqueidas bandeadas, 5: traqueidas punteadas, 6: leño, 7: 
endodermis, 8: vasos). Existen grandes dudas sobre la determinación del momento preciso en 
el que apareció la endodérmis, por lo que, en la figura no aparece situado el número 7. 
Modificado de Sperry 2003. 
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Con toda probabilidad, la evolución del mecanismo de cohesión-tensión fue 
inevitable y directa. Los ingredientes básicos podrían haber estado presentes en los 
descendientes de las algas verdes que habrían encallado sobre la tierra (Sperry 2003). 
Las primeras plantas terrestres, por analogía con sus parientes no vasculares 
vivos, probablemente evitaron el excesivo estrés siendo pequeñas, para evitar la caída 
de presión, y teniendo cutícula (con o sin poros) sobre una superficie fotosintética para 
mantener la transpiración dentro de los límites de su capacidad de transporte. Junto 
con las esporas, los restos de cutícula son las primeras evidencias fósiles de plantas 
terrestres (Sperry 2003). 
Esas primeras plantas terrestres fueron necesariamente "poiquilohídricas", 
equilibrando su potencial hídrico con fuentes de agua muy próximas (Raven 1987) y 
dependiendo de su capacidad de almacenamiento de agua para prolongar los 
períodos de hidratación. La tolerancia a la desecación, tan común en los modernos 
briófitos y algas verdes terrestres es, indudablemente, una estrategia ancestral 
esencial de supervivencia en la tierra en ausencia de un sistema especializado de 
aporte de agua (Oliver 1996). 
 
Figura 1.24. Protraqueófitos extinguidos que tenían delgados y sencillos conductos con 
paredes perforadas, como los hidroides de los musgos actuales. (A) Aglaophyton y (B) 
Horneophyton. 
 
La inevitable capilaridad en plantas no vasculares condujo, en un paso poco 
conceptual, hacia las plantas vasculares con conducción de agua por medio de 
esqueletos de células muertas. La alta conductividad por unidad de superficie 
proporciona cuatro ventajas: (1) menor inversión en transporte de agua, 
particularmente porque los conductos muertos no requieren mantenimiento, (2) 
potencial para mayores rutas y, así, plantas de mayor tamaño, (3) menor estrés 
dinámico, y (4) altas tasas de difusión de CO2 (Sperry 2003). 
Esas innovaciones fueron acompañadas inicialmente con inequívocas células 
conductoras de agua, presentes en el registro fósil desde hace 410 millones de años. 
Un amplio rango de morfologías de estos conductos estuvo presente durante 390 
millones de años (Sperry 2003). 




Figura 1.25. Hidroides de musgos. (A) Plagionium undulatum, sección transversal. (B) 
Polytricum commune, sección longitudinal. Barra en A = 50 μm. Barra en B = 10 μm. h, 
hidroides. l, leptoides y p, parénquima. De Ligrone y cols. 2000. 
 
Estos conductos sencillos eran de pequeño calibre, con débiles paredes 
perforadas como los que aparecían en los, ahora extinguidos, protraqueófitos 
(Aglaophyton,  Horneophyton) (Kenrick y Crane 1991) (Figura 1.24). Estos sistemas,  
recuerdan a los hidroides (Figura 1.25) de algunos musgos actuales y pueden tener un 
ancestro común (Mishler y Churchill 1984, Kenrick y Crane 1997). Esos tubos fósiles 
no parecen haber estado lignificados pero pudieron haber sido impregnados con 
polifenoles relacionados con las ligninas, como también sucede en los actuales 
hidroides. Los modernos hidroides tienen una rigidez limitada, como evidencia su 
tendencia al colapso (Ligrone y cols. 2000). 
Las traqueidas han sido definidas como conductos simples con paredes 
ornamentadas y lignificadas, bandeadas o perforadas (Kenrick y Crane 1997, Doyle 
1998). Pudieron haber evolucionado una vez para dar lugar a los traqueófitos. El tipo 
bandeado recuerda superficialmente las traqueidas del moderno protoxilema (Kenrick 
y Crane 1991). 
Las paredes secundarias lignificadas de los elementos traqueales 
proporcionaron un significativo incremento en la fuerza compresiva (Niklas 1992). 
Sostener elementos traqueales fue probablemente la función original de la lignina y las 
paredes secundarias en las plantas (Raven 1987). 
Las engrosadas y presumiblemente lignificadas paredes celulares de las plantas 
vasculares del principio del Devónico estaban limitadas a los elementos traqueales de 
una protoestela - un cordón cilíndrico en el centro del tallo -. Esta posición no indica un 
papel en el soporte mecánico porque las fuerzas comprensivas del tallo curvado son 
grandes en la epidermis. Esas plantas fueron pequeñas y capaces hidrostáticamente 
(Vincent y Jeronimidis 1991, Niklas 1994). Un cordón central de tejido lignificado no 
podría ser una barrera para herbívoros, aunque los componentes de la lignina pueden 
haber evolucionado previamente como defensa química (Raven 1987). 
Las ligninas dan rigidez a la pared celular en parte reemplazando al agua de la 
matriz de la pared celular y de los poros (Donaldson 2001). La evolución de las plantas 
de poiquilohídricas (con gran variación en su contenido hídrico) a homeohídricas ( con 
capacidad para controlar el contenido de agua) fue asociada con el descenso de la 
tolerancia a la desecación de las células vegetativas, aunque esta ancestral 
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característica fue retenida en las semillas, el polen y las esporas de algunas plantas 
vasculares (Oliver 1996). 
 
 
Figura 1.26. Morfología de los conductos de agua en las primeras plantas fósiles (arriba) y 
detalles de la estructura de la pared (abajo). (A y E) Hidroides, conductos típicos de algunos 
musgos, (B y F) engrosamientos bandeados en una traqueida tipo S en Rhynnia, (C y G) 
engrosamientos bandeados en una traqueida tipo G, típica de traqueófitos extintos y (D y H) 
engrosamientos bandeados de una traqueida tipo P, propia de eufilófitos. (I) Musgo: 
Polytrichum commune, (J) Rhynia, (K) Eutraqueófito extinto: Drepanophycus y (L) Trimerófito: 
Cooksonia. Modificado de Kenrick y Crane 1997. 
 
La explosión de tamaño de las grandes plantas requirió una serie de cambios de 
tipo hidrostático en los tallos favorecidos por las lignificadas y engrosadas paredes 
celulares (Niklas 1990, Niklas 1994) (Figura 1.26). La transición de soporte hidrostático 
a soporte de la pared celular de crecimiento primario fue debido probablemente a la 
evolución del esclerénquima localizado en la periferia del tallo (Raven 1987, Speck y 
Vogellehner 1988). 
La localización central del tejido vascular en las primeras plantas vasculares 
pudo haber sido necesaria para protejerlas del estrés provocado por la curvatura. En 
patrones estelares más complejos donde los tejidos vasculares están dispersos, los 
elementos traqueales están embebidos en fibras del esclerénquimas que no son 
conductoras y que liberan a los primeros del estrés mecánico (Vincent y Jeronimidis 
1991). Este modelo se extiende hasta los vasos de angiospermas embebidos en fibras 
que los soportan. 
La vulnerabilidad mecánica de los elementos traqueales identifica un intercambio 
básico de sus funciones. La combinación de soporte y transporte en las traqueidas del 
xilema secundario normal ancestral, de progimnospermas y plantas con semillas, 
representa una condición adquirida que puede minimizar el intercambio, quizás vía 
evolución de más sofisticados conductos que minimizaron el descenso de fuerza 
mecánica por un aumento de permeabilidad al agua (Beck y cols. 1982). 
I
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Los elementos traqueales de las primeras plantas vasculares fósiles y sus 
parientes vivos parecen tener la mayor concentración de lignina adyacente al lumen 
celular (Friedman y Cook 2000). Esta situación se invierte en las plantas superiores, 
en las que la mayor concentración de lignina está en la lámina media alcanzando 
valores mucho menores en el lumen (Donaldson 2001). El modelo de lignificación 
podría tener importantes aplicaciones funcionales. 
La membrana perforada de la plantas actuales es homóloga a la región no 
lignificada de la pared primaria situada entre los engrosamientos del protoxilema 
(Mauseth 1988). Empleando un argumento ontogénico, Kenrick y Crane (1997) 
sugirieron que las traqueidas perforadas del metaxilema evolucionaron de las 
traqueidas bandeadas de un protoxilema tipo que está exclusivamente presente en 
rinópsidos, con la forma ancestral persistiendo en el protoxilema. 
Las traqueidas bandeadas de tipo G parecen una mejora de las de tipo S por la 
localización de grandes poros (Kenrick y Crane 1991) sobre delgadas áreas y el 
alineamiento de esas zonas entre traqueidas adyacentes (Figura 1.27). 
 
Figura 1.27. Revisión de las relaciones filogenéticas entre embriófitos. P, G, C y S son los tipos 
de traqueidas. De Friedman y Cook (2000). 
 
Las primeras traqueidas perforadas tienen bandas bordeadas escalariformes 
que recuerdan a las modernas traqueidas perforadas. La membrana de perforación, 
perfectamente definida, no está lignificada (y así es hidrofílica), lo que podría 
maximizar la permeabilidad. Perforaciones circulares bordeadas con membranas 
delgadas y homogéneas aparecen en progimnospermas del Devónico tardío (Beck y 
cols. 1982). 
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Las traqueidas con perforaciones sencillas son el único tipo de conducto del 
xilema presente en el registro fósil durante los primeros 140 millones de años de 
evolución vascular. En los primeros 40 millones de años, hacia el fin del Devónico, el 
diámetro de las traqueidas aumenta hasta su máximo actual, 80 μm (Niklas 1985). 
Durante el mismo período, la superficie total de traqueida por superficie de tejido se 
incrementa en asociación con la más compleja anatomía estelar (Niklas 1984, Roth-
Nebelsick y cols. 2000). El incremento de vascularización tuvo lugar conjuntamente 
con la evolución de las hojas (Niklas 1984, Knol y Niklas 1987). 
El tamaño en longitud y anchura de las traqueidas ha ido evolucionando 
conjuntamente hasta alcanzar una longitud máxima de 10 mm (Schweingruber 1990). 
Posteriores incrementos de longitud y diámetro pueden ser imposibles por los límites 
estáblecidos por el volumen celular máximo (Lancashire y Ennos 2002). Esta limitación 
fue superada con la aparición de los vasos. 
Los vasos pueden alcanzar mayor tamaño que las traqueidas, diámetros 
máximos de 500 μm y longitudes mayores de 10 m (Zimmermann 1983). Los vasos no 
están condicionados por el máximo de volumen celular como las traqueidas. Mientras 
que los elementos de los vasos son cortos, como se espera del límite establecido para 
el volumen, no hay límite para el número de elementos presentes en los vasos (Ennos 
2002). 
Los primeros elementos vasales fósiles fueron de Gigantopteridales, orden del 
Pérmico tardío. Son muy similares a los vasos de los modernos gnetófitos y han 
evolucionado de las traqueidas con perforaciones bordeadas (Li y cols. 1996). Los 
primeros vasos de angiospermas no aparecen hasta la mitad del Cretácico. Sus placas 
de perforación escalariformes pueden indicar que los vasos de angiospermas han 
evolucionado de traqueidas con punteaduras escalariformes, como aparecen en los, 
presumiblemente, vasos acestrales de angiospermas (Baas y Wheeler 1996, Feild y 
cols. 2002). 
El origen de un nuevo tipo de xilema conductor puede haber sido provocado por 
las variaciones en la concentración de CO2 durante la última parte del Carbonífero y la 
primera del Pérmico. Desde el punto de vista del desarrollo y de la fisiología, el cambio 
de la producción de traqueidas a la producción de fibras y elementos vasales pudo ser 
muy simple, requiriendo simplemente auxinas y giberelinas durante la diferenciación 
(Aloni y cols. 2000). 
Con la excepción de las traqueidas tipo G en licófitos y un trimerófito con 
traqueidas tipo P, las descritas anteriormente están agregadas en una columna central 
que es cilíndrica o elíptica en sección transversal. La mayoría están compuestas 
enteramente por traqueidas; raramente son medulados o tienen desparramado el 
parénquima en rizomas (Nothia). Algunos cambios en el contorno son asociados con 
la ramificación (Psilophyton dawsonii, Gosslingia breconensis) y con trazas 
esporangiales (Nothia). Licófitos del principio del Devónico poseen protostelas 
profundamente lobuladas (actinostelas, por ejemplo en Drepanophycus y 
Baragwanathia) y trimerófito ramificado, anónimo pero complejo y de regular tamaño, 
que tiene un xilema profundamente trilobado, con varios grupos de protoxilema 
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(Gensel 1979). En formas protostélicas, en Rhynia, hay una zona de tejido 
parenquimatoso diferenciado rodeando completamente al xilema, es el floema. No han 
sido encontradas áreas cribosas (Satterthwait y Schopf 1972, Edwards 1993). Xilema y 
floema carecen de espacios aéreos y no aparece endodermis. 
 
 
Figura 1.28. Teoría estélica. Modelo de evolución del sistema vascular de las plantas. 
 
El significado fisiológico de esos aspectos ha sido discutido por Raven (1984). 
Niklas (1985) examinó las variaciones en los volúmenes relativos del xilema y los ejes 
durante el Devónico y revisó la hipótesis del incremento de volumen del xilema por 
incremento de la superficie del xilema en contacto con los tejidos vivos que lo rodean. 
Morfológicamente esto es por los cambios de una protostela cilíndrica a una 
actinostela y a varias clases de xilema. Otros trabajos de Roth, Mossbruger y 
Neugebauer (1994), y Raven (1994) discuten sobre la desventaja de la protostela en 
minimizar las distancias que el agua y los metabolitos recorren, de y hacia los sitios de 
fotosíntesis. En contraste, Wight (1987) y Stein (1993) concluyeron que la forma del 
xilema está relacionado con el número y tipo de apéndices laterales (Figura 1.28). 
 
VI.2. Las ligninas en las plantas actuales 
 
Aunque investigadores rusos han mantenido con insistencia que las algas 
pardas Cystoseira barbata Good y Wood (Dovgan y Medvedeva 1983a y 1983b) y 
Fucus vesiculosus L. (Rednicov y cols. 1978) contienen ligninas en cantidades 
superiores al 20% de su peso seco, la identificación dependió unicamente de la 
comparación de sus tiempos de retención cromatográficos con los de los auténticos 
estándares fenilpropanoides. Posteriores trabajos para comprobar estos resultados 
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(Ragan 1984, Ragan y Glombitza 1986) no han aportado evidencias de la presencia 
de estructuras fenilpropanoides derivadas de la lignina. Sin embargo si revelaron la 
presencia de polímeros derivados del floroglucinol. 
Una situación similar podría ser referida a las algas verdes. Aunque se ha 
publicado que Coleochaete, una clorofícea, contiene ligninas o derivados de las 
ligninas al producir fluorescencia bajo luz UV y dar positivo el test de Mäule (Delwiche 
y cols. 1989), se piensa que es preciso encontrar evidencias más sólidas para que las 
algas verdes puedan ser incluidas entre las plantas sintetizadoras de ligninas. 
La evidencia de ligninas en musgos ha provocado controversia. Se ha descrito la 
presencia en Sphagnum de una substancia fenólica compleja con espectro de 
absorción en UV correspondiente a las ligninas (Farmer, 1953). Sin embargo, la 
oxidación con nitrobenceno produjo solo trazas de vanillina y siringaldehído (Kratzl y 
Eibl 1951, Lindberg y Theader 1952).  
Los análisis realizados con otros géneros, Dawsonia, Dendroligotrichum y 
Polytrichum (Figura 1.29) presentaron resultados positivos para el test de Mäule 
(Siegel 1969). En el caso de Dendroligotrichum se observó que las ligninas, o 
substancias relacionadas, fueron localizadas en paredes celulares de hidroides 
(células conductoras de agua). 
 
Figura 1.29. Especies que presentaron resultados positivos para el test de Mäule. (A) 
Dawsonia, (B) Dendroligotrichum y (C) Polytrichum. (D) Proantocianidina. 
 
Estudios posteriores llevaron a la conclusión de que no hay restos de ligninas en 
las paredes de los musgos y las substancias encontradas podrían ser derivadas de 
polímeros de  hidroxibenzofurano o proantocianidina. Aunque esas substancias no son 
ligninas, en principio una parte de sus estructuras puede resultar de alguna rama de la 
ruta fenilpropanoide. Evidencias histoquímicas apuntan también a la presencia de 
compuestos polifenólicos (Scheirer 1980), esta presencia está también confirmada por 
estudios químicos (Miksche y Yasuda 1978). Por otra parte Logan y Thomas (1985) 
detectaron la presencia de derivados de las ligninas en hepáticas. 
En licófitos pertenecientes a la familia Licopodiaceae se han encontrado 
productos de degradación de ligninas de tipo guaiacilo con pequeñas cantidades de p-
hidroxibenzaldehído mientras que no aparecieron restos siringilo (Ibrahim y cols. 1962, 
Logan y Thomas 1985, Towers y Maass 1965, White y Towers 1967). Los estudios 
citados pueden ser considerados rudimentarios por la metodología empleada, aunque 
incluyen histoquímica y métodos de degradación química (por ejemplo, oxidación con 
hidróxido sódico/óxido cúprico y oxidación permanganato). Isoetes no tiene productos 
A B C D 
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indicativos de lignina (Erickson y Miksche 1974), en cambio, en representantes de la 
familia Sellaginellaceae se han encontrado predominantemente unidades siringilo, 
presentando ligninas de tipo guaiacilo-sinrigilo que, hasta el momento, se 
consideraban típicas de angiospermas (Towers y Gibbs 1953, Lewis 1980, Logan y 




Figura 1.30. Gimnospermas que presentan ligninas. (A) Cycas revoluta Thunb, (B) Ephedra 
viridis Coville, (C) Ginkgo biloba L., (D) Araucaria araucana (Molina) Koch, (E) Taxus baccata 
L., (F) Cupressus arizonica Greene y (G) Thuja orientalis L. 
 
En esfenópsidos de la familia Equisetaceae se han encontrado pequeñas 
cantidades de p-hidroxibenzaldehído, vanillina y siringaldehído (Ibrahim y cols. 1962, 
Logan y Thomas 1985, White y Towers 1967). 
Los filicófitos de las familias Cyathaceae y Adiantaceae (Logan y Thomas 1985) 
tienen ligninas tipo guaiacilo con pequeñas proporciones de p-hidroxibenzaldehído, 
mientras que representantes de la familia Dennstaedtiaceae (Bohm y Tryon 1967) 
contienen componentes guaiacilo y siringilo. Estos resultados fueron obtenidos por 
oxidación con hidróxido sódico/óxido cúprico. 
Las ligninas de gimnospermas han sido intensamente estudiadas debido a su 
importancia comercial. Son consideradas de tipo guaiacilo pero son muchas las 
excepciones a esta norma ya que se conocen varios casos de gimnospermas en las 
que predominan los grupos siringilo. Resultados recientes (Gomez-Ros y cols. 2007) lo 
confirman. Araucaria spp, Cupressus spp, Cycas revoluta, Ginkgo biloba, Taxus 
baccata y Thuja orientalis son ejemplos de gimnospermas que inequivocamente 
presentan ligninas tipo G, las propias de este grupo, mientras que Ephedra viridis 
presenta ligninas de tipo S, típicas de angiospermas (Gomez-Ros y cols. 2007) (Figura 
1.30). 
Como las gimnospermas, las angiospermas han sido analizadas con detalle, 
siendo descritas como de tipo guayacil-siringilo (Tabla 1.2). También en este grupo se 
han encontrado especies que tienen ligninas que carecen de grupos siringilo. 
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Figura 1.31. Angiospermas marinas que presentan ligninas. (A) Zostera marina, (B) Halophila 
ovalis, (C) Halophila stipulacea, (D) Halodule uninervis y (E) Posidonia australis. 
 
También se han encontrado ligninas en las angiospermas marinas. Aunque con 
resultados contradictorios dependiendo de las técnicas de medida empleadas. Zostera 
marina L. (Godshalk y Wetzel 1978), Halophila ovalis (Br.) Hook, Halophila stipulacea 
Forsskal, y Halodule uninervis Boiss (Baydoun y Brett 1985) y Posidonia australis 
Hook (Kuo y Cambridg 1978) han dado resultados positivos a la presencia de ligninas 
(Figura 1.31). 
Estudios más recientes (Klap y cols. 2000) han confirmado la presencia de 
ligninas en Posidonia oceanica (L.) Delile y Zostera marina. 
Se asume frecuentemente (Peter y Neale 2004) que la complejidad química de 
las ligninas se ha incrementado durante el curso de la evolución vegetal, desde los 
antiguos pteridófitos y gimnospermas hasta las más evolucionadas herbáceas; sin 
embargo, al mismo tiempo, frecuentemente se olvida el hecho de que traqueófitos 
basales tales como el licófito Selaginella y el helecho acuático Ceratopteris, tienen 
ligninas compuestas de unidades G y unidades S (Gomez-Ros y cols. 2007a, Jin y 
cols. 2005). Esta observación está en concordancia con el hecho de que licopodios y 
helechos acuáticos, junto con angiospermas y gnetales, tienen vasos en el xilema 
(Schneider y Carlquist 2000, Carlquist y Scheider 2000b); así, la presencia de ligninas 
tipo S en traqueófitos basales puede estar más extendida de lo que inicialmente se 
pensó. 
Las plantas vasculares con esporas exhiben un rango de modelos de 
lignificación: el licopodio Selaginella posee un complejo de la pared primaria 
fuertemente lignificado, como el de las coníferas. El pteridófito carente de hojas 
Psilotum desarrolla no lignificados complejos de la pared primaria como los de Acer, 
mientras que Pteridium representa un estado intermedio con todas las capas 
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Tabla 1.2. Composición monomérica de las ligninas obtenida mediante oxidación con 
nitrobenceno (NBO) y tioacidolisis (TA) de las paredes celulares de angiospermas, 
gimnospermas y licopodios. tr: traza, nd: no determinado. ª Resultados tomados de Gross 
1980. De Gomez Ros 2007, Tesis doctoral. 
 
H (%) G (%) S (%) 
Especies vegetales 
  NBO          TA    NBO             TA    NBO            TA 
Zinnia elegans (tallo) 22  56  22  
Zinnia elegans (hipocotilo) 0 1 41 47 59 52 
Capsicum annuum L. 5,8 <1 60 68 33,8 31 
Populus alba L. 2,4 1 77,5 44 20,1 55 
Ephedra viridis nd 2,5 nd 41 nd 56,5 
Pinus halepensis Mill. 6 3,6 94 96,4 0 0 
Pinus sylvestris L. 2 a nd 98 a nd tr a nd 
Picea abies (L.) Karsten 2 a nd 97 a nd 1 a nd 
Araucaria araucana 3 a 67 96 a 92 1 a 1 
Araucaria heterophylla nd 7 nd 90 nd 3 
Cupressus sempervirens L. nd 11 nd 89 nd 0 
Tetraclinis articulata (Vahl) Masters 6 (8 a) nd 60 (61a) nd 34 (30a) nd 
Thuja orientalis nd 7 nd 93 nd 0 
Taxus baccata 4 a 1,3 95 a 97,4 1 a 1,3 
Ginkgo biloba 6 a 3 93 a 94 1 a 3 
Cycas revoluta 1 a 4 98 a 95 1 a 1 
Selaginella martensii Spring 22a 3 34 a 27 44 a 70 
 
En las plantas, tanto las que tienen esporas como las de flores, para las que la 
regulación hidráulica puede ser una posibilidad, las células conductoras de agua 
juegan solo un papel secundario en el soporte estructural. En esos taxa el soporte está 
proporcionado por las células del esclerénquima con paredes primarias lignificadas 
(Boyce y cols. 2004). 
 
 
VII. Peroxidasas y evolución 
 
VII.1. Filogenia de las peroxidasas 
 
Qiu y Palmer (1999) son autores de una profunda revisión de datos de carácter 
morfológico y molecular (genoma, mitocondria y cloroplasto) procedentes de las algas 
verdes y de todos los grupos de plantas terrestres (Figura 1.32). En ella se concluye 
que:  
- Evidencias moleculares y estructurales indican que los tradicionalmente 
definidos órdenes de carófitos son ciertamente linajes naturales, y juntos forman un 
grupo parafilético con las plantas terrestres. Los caracteres morfológicos y los 
estructurales del genoma cloroplástico y los datos de las secuencias rbcL señalan a 
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las Charales y a las Coleochaetales como los parientes más proximos a las plantas 
terrestres entre los cinco órdenes de carófitos. 
- Virtualmente todos los datos apoyan la parafilia de los briófitos. Información 
estructural del genoma y al menos algunos datos de secuencias identifican a las 
hepáticas como las primeras plantas terrestres. Las relaciones entre musgos, 
antoceros y plantas vasculares aún no está resuelta. La monofilia de musgos y 
antoceros parece estar bien establecida pero no la de hepáticas. 
 
Figura 1.32. Actual percepción de las relaciones filogenéticas entre los linajes más importantes 
de carofitas y plantas terrestres. Las plantas mostradas son: Chlorokybales (Ck), 
Klebsormidiales (Kl), Zygnematales (Zy), Coleochaetales (Co), Charales (Ch), Hepáticas (Lv), 
Musgos (Ms), Antoceros (Hw), Licopodios (Ly), Equisetos (Eq), Psilotaceae (Ps), Helechos (Fn) 
y Plantas con semillas (Sd). Tomado de Qiu y Palmer 1999. 
 
- Los datos de secuenciación confirman la monofilia de licopodios y de 
Psilotaceae, pero pone en cuestión seriamente la monofilia de los helechos con 
Psilotaceae colocado entre los helechos eusporangiados. De acuerdo con una 
inversión en el DNA cloroplástico, los licopodios son el primer linaje de las plantas 
vasculares, pero los datos de secuenciación han fracasado para confirmar este 
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aspecto. Las relaciones entre los helechos/Psilotaceae, Equisetum y las verdaderas 
plantas están aún sin resolver (Figura 1.32). 
En la actualidad es posible construír árboles filogenéticos referidos a una 
secuencia de un gen o de varios genes que codifican para una determinada proteína. 
En nuestro caso sería de interés disponer del árbol filogenético de la peroxidasa para 
poder compararlo con el más general visto anteriormente. 
El análisis por el método de "Mínima evolución" (Figura 1.33) sugiere que las 
peroxidasas tipo S constituyen una rama ancestral cuyo origen se remonta a 
ancestrales (no vasculares) linajes en el monofilético origen de las plantas terrestres 
(Qiu y Palmer, 1999). En este análisis (Figura 1.31), las peroxidasas de tipo G de 
Arabidopsis thaliana (Cruciferae) y de Armoracia rusticana Gaerthn, Mey y Scherb 
(Brasicaceae) aparecen como una rama más evolucionada entre las peroxidasas de 
clase III. 
Figura 1.33. Árbol filogenético de las peroxidasas de tipo S de eudicotiledóneas 
(señaladas con triángulos negros) usando el método de la "Mínima evolución". Se identifican 
las secuencias y especies por los números de acceso a la base de datos: X99952 (Arabidopsis 
thaliana), P80697 (Armoracia rusticana), AJ809340 (Picea abies), AB042103 (Asparagus 
officinalis), AC158187 (Selaginella moellendorffii), X15854 (Lycopersicon esculentum Mill.), 
L13653 (Lycopersicon esculentum), WmPrx06 (Welwitschia mirabilis Hook), AAG02215 (Pinus 
sylvestris), CB092730 (Cycas rumphii Miq.), AW561204 (Physcomitrella patens (Hedw.) Bruch 
& Schimp.), AJ880395 (Zinnia elegans), ZfiPrx02 (Zamia fischeri Miq.), CB074963 (Ginkgo 
biloba), BE643121 (Ceratopteris richardii Brongn) y BAB97197 (Marchantia polymorpha L.). 
Arabidopsis thaliana (X99952) y Armoracia rusticana (P80679), peroxidasas de tipo G 
(triángulos blancos), aparecen como las ramas más evolucionadas dentro de las peroxidasas 
de clase III de las plantas. Tomado de Gómez-Ros y cols. 2007a. 
 
La figura 1.34 muestra los patrones isoenzimáticos de algunas especies muy 
separadas en cualquiera de los dos árboles filogenéticos anteriormentes estudiados. 
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Todas las especies muestran la presencia común no solo de análogos (isoenzimas de 
similar moviliad en el isoelectroenfoque) sinó también de homólogos (isoenzimas de 
idéntica movilidad en el isoelectroenfoque) de la isoenzima de peroxidasa básica 
aislada de elementos traqueales diferenciados de Zinnia elegans. Este resultado 
coincide con comunicaciones previas que indican que las peroxidasas básicas 
constituyen la principal población de isoenzimas de peroxidasa en algunas 
gimnospermas como Araucaria araucana (Riquelme y Cardemil 1993), Picea abies 
(Koutaniemi y cols. 2005) y Pinus sylvestris (Tarkka y cols. 2001). Isoenzimas 
homólogas fueron también  encontradas en el isoelectroenfoque del licófito Selaginella 
martensii. Esto coincide con el hecho de que Selaginella martensii muestra 
peroxidasas capaces de oxidar residuos S y ligninas tipo S. Peroxidasas básicas con 
puntos isoeléctricos (pI) próximos a 10,5, como las enzimas de Zinnia elegans, 
localizadas en la pared celular (Gabaldón y cols. 2005), han sido descritas también en 
musgos, como Sphagnum magellanicum Brid (Tutschek, 1979), y en hepáticas, como 
Marchantia polymorpha (Hirata y cols. 2000). 
 
Figura 1.34. Modelos de isoenzimas de peroxidasa de los elementos traqueales de (a) Zinnia 
elegans, (b) Selaginella martensii,  (c) Cycas revoluta, (d) Ginkgo biloba, (e) Araucaria 
heterophylla, (f) Cupressus sempervirens, (g) Thuja orientalis, (h) Taxus baccata, (i) Pinus 
halepensis y (j) Ephedra viridis obtenidos por isoelectroenfoque en no equilibrio de las 
proteínas del apoplasto y teñidas con 4-metoxi-α-naftol y H2O2 como substratos. La flecha 
indica la posición de las peroxidasas homólogas de la peroxidasa básica de Zinnia elegans. 
Tomado de Gómez-Ros y cols. 2007a. 
 
La homología entre parálogos en una planta está entre el 30% y el 100%, pero 
existen ortólogos muy relacionados aún entre plantas evolutivamente muy distantes. 
Todas las peroxidasas contienen aminoácidos esenciales conservados para sus 
propiedades catalíticas y para su propio plegamiento (Welinder y cols. 2002). Están 
estructuralmente relacionadas con otras hemoproteínas, peroxidasas de procariotas y 
hongos. Los aminoácidos clave que interactúan con el grupo hemo se encuentran 
también en hemoglobinas y citocromos.  
El tipo de diversificación molecular de las peroxidasas resulta principalmente de 
la duplicación de genes. Los genes duplicados fueron fácilmente conservados porque 
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adquirieron nuevos modos de expresión, regulación (subfuncionalización) o nuevas 
funciones (neofuncionalización) (Bakalovic y cols. 2006). 
Arabidopsis thaliana y arroz están completamente secuenciados y son 
considerados plantas modelo, pero no son representativos de la diversidad vegetal. La 
sucesiva secuenciación de otras especies permitirá un mejor conocimiento de la 
evolución de la peroxidasa en las plantas y la confirmación de la idea de que el 
número de isoformas de las peroxidasas de clase III se ha incrementado desde la 
aparición de las plantas terrestres (Bakalovic y cols. 2006).  
Los modelos de relojes moleculares, basados en la construcción de árboles 
filogenéticos obtenidos con métodos basados en la distancia (Wolf y cols. 2002) y 
utilizados para trazar la historia evolutiva precisa de las peroxidasas de los tipos G y S,  
sugieren que las peroxidasas de tipo G constituyen el más evolucionado estado de la 
familia de peroxidasas de las plantas (Gómez-Ros y cols. 2007a, Gómez-Ros y cols. 
2007b). Se podría pensar que las tres clases de peroxidasas evolucionaron de una 
sola secuencia ancestral (Zamocky 2004). 
Las peroxidasas pueden ser marcadores claves para la evolución de las plantas, 
desde los primeros momentos de la colonización de la tierra hasta el impacto humano 
sobre la genética de las plantas cultivadas en la actualidad (Bakalovic y cols. 2006). 
Las variadas funciones de las peroxidasas podrían ser caracterizadas y 
conseguir un mejor conocimiento del crecimiento de las plantas, la diferenciación y la 
interacción con el entorno, y eventualmente otras interesantes aplicaciones (Bakalovic 
y cols. 2006). 
 
VII.2. Las peroxidasas en las plantas actuales 
 
Las peroxidasas de clase III (EC 1.11.1.7, donador: hidrógeno-peróxido 
oxidorreductasa) están presentes en todas las plantas terrestres (Tabla 1.3). Los 
genes que codifican para esta familia son particularmente numerosos en 
Angiospermas. El alto número de isoenzimas y su destacable versatilidad catalítica 
permite que estén implicados en un gran número de procesos fisiológicos y de 
desarrollo a lo largo del ciclo vital de la planta (Passardi y cols. 2005). 
Las peroxidasas de las plantas son un ejemplo de familia multigénica cuyo 
número de miembros aumenta desde que las plantas conquistaron la tierra debido a 
su constante evolución (Bakalovic y cols. 2006). El genoma de Arabidopsis thaliana 
contiene 73 genes que codifican para la peroxidasa (Tognolli y cols. 2002) y el arroz 
contiene 138 (Passardi y cols. 2004). 
No se han encontrado secuencias codificantes para peroxidasas de clase III ni 
actividad en el alga verde Chlamydomonas reinhardtii Dang (Passardi y cols. 2004). 
Por el contrario, en varias especies de Chara se ha detectado (Greppin y cols. 1986) 
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Tabla 1.3. Representación de los linajes más importantes de plantas encontrados en la 
PeroxiBase. De Bakalovic y cols. 2006. 
 
Orden (número de especies/número de secuencias): Género 
    Angiospermas 
        Dicotiledóneas 
            Rosidios 
Cucurbitales (3/7): Cucumis (2x), Cucurbita. 
Fabales (14/314): Arachis, Cicer, Glycine, Lotus, Lupinus (2x), Medicago (2x), Phaseolus 
(2x), Pisum, Stylosanthes, Trifolium, Vigna. 
Rosales (3/8): Ficus, Malus, Urtica. 
Fagales (1/2): Quercus. 
Malpigiales (10/92): Euphorbia, Linum, Manihot, Mercurialis, Populus (6x). 
Malvales (3/58): Gossypium, Theobroma. 
Sapindales (3/20): Citrus (2x), Poncirus. 
Brassicales (7/103): Arabidopsis, Brassica (2x), Armoracia, Raphanus, Thellungiella (2x) 
Vitaceae (1/21): Vitis. 
            Asteridios 
Gentianales (3/10): Coffea, Hedyotis (2x). 
Lamiales (6/10): Avicennia, Eucommia, Orobanche (2x), Scutellaria, Striga. 
Solanales (11/199): Capsicum (2x), Ipomoea (2x), Lycopersicon (2x), Nicotiana (3x), Petunia, 
Solanum. 
Asterales (8/73): Artemisia, Cichorium, Helianthus (2x), Gerbera, Lactuca, Stevia, Zinnia. 
Apiales (1/1): Petroselinum. 
Ericales (1/1): Vaccinium. 
Saxifragales (1/6): Ribes. 
Caryophyllales (4/56): Beta, Mesembryanthemum, Mirabilis, Spinacia. 
Ranunculales (2/37): Eschscholzia, Aquilegia. 
        Monocotiledóneas 
            Magnolias 
Laurales (1/10): Persea. 
Magnoliales (1/11): Liriodendron. 
Piperales (1/0): Saruma. 
            Liliopsidas 
Poales (15/655): Aegilops, Ananas, Avena, Cenchrus, Hordeum, Lolium, Oryza, Saccharum 
(2x), Secale, Setoria, Sorghum, Triticum (2x), Zea. 
Zingiberales (0/0) EST proyecto en desarrollo. 
Liliales (2/2): Lilium, Alstroemeria. 
Acorales (1/5): Acorus. 
Alismatales (1/1): Spirodela. 
Arecales (1/1): Elaeis. 
Asparagales (3/36): Allium, Asparagus, Hyacinthus. 
        Magnoliófitas basales 
Austrobaileyales (1/0): Illicium. 
Nymphaeales (1/3): Nuphar. 
Amborellaceae (1/13): Amborella. 
    Gimnospermas 
        Gnetopsidas 
Gnetales 
Welwitschiales (1/1): Welwitschia. 
Coniferales (6/24): Cryptomeria, Pinus (3x), Picea (2x). 
Ginkgoales (1/8): Ginkgo. 
Cycadales (3/12): Cycas, Zamia (2x). 
    Criptogamas (4/21) 
Marchantia, Physcomitrella, Selaginella, Ceratopteris. 
    Algas 
Charales (0/0): ninguna secuencia disponible/actividad encontrada. 




                                                                                                                                     Introducción 
72 
Un exhaustivo trabajo (Bakalovic y cols. 2006) para la elaboración de una base 
de datos confirma que las peroxidasas de clase III están presentes en todas las 
plantas terrestres (Tabla 1.3). Estas bases de datos permiten comparar comparar 
resultados con los obtenidos anteriormente, como ya ha ocurrido con Arabidopsis y 
Oryza (Tognolli y cols. 2002, Duroux y Welinder 2003), para confirmar la presencia de 
secuencias que codifican peroxidasas de clase III. 
Motivos estructurales comunes a peroxidasas de tipo S de angiospermas fueron 
también encontrados en peroxidasas de Gnetales, que poseen ligninas de los tipos G 
y S (Gómez-Ros y cols. 2007a, Logan y Thomas 1985), como Welwitschia mirabilis; en 
peroxidasas de Coniferales, como Pinus sylvestris, una especie que carece de ligninas 
de tipo S y en peroxidasas de gimnospermas basales (Cicadales y Ginkgoales), como 
Cycas rumphii, Zamia fischeri y Ginkgo biloba, que también carecen de peroxidasas de 
tipo S (Gómez-Ros y cols. 2007b, Logan y Thomas 1985). Motivos estructurales 
comunes a todas las peroxidasas de tipo S de eudicotiledóneas fueron también 
encontrados en el licopodio terrestre Selaginella moellendorffii y en el helecho acuático 
Ceratopteris richardii, ambos poseedores de ligninas de los tipos G y S (Gómez-Ros y 
cols. 2006a, Logan y Thomas 1985). 
Sorprendentemente también se han encontrado (Gómez-Ros y cols. 2006) 
motivos estructurales comunes a todas las peroxidasas de tipo S de eudicotiledóneas 
en peroxidasas de de Physcomitrella patens y de Marchantia polymorpha, dos plantas 
terrestres no vasculares. La presencia de peroxidasas de tipo S en Marchantia 
polymorpha está en concordancia con la aparición de substancias derivadas de 
ligninas de tipo S en las paredes celulares de hepáticas (Logan y Thomas 1985). 
El número de peroxidasas encontradas entre gimnospermas y angiospermas es 
tan elevado que no se puede dudar de la ubicua presencia de esta enzima en ambos 
grupos vegetales (Tabla 1.3). 
Hasta muy recientemente, la mayoría de las peroxidasas de plantas con flores 
mejor caracterizadas (∅stergaard y cols. 2000, Nielsen y cols. 2001) podían oxidar 
únicamente al alcohol coniferílico, y esto provocaba la creencia general de que las 
angiospermas eran ineficientes para la oxidación del alcohol sinapílico (∅stergaard y 
cols. 2000). Sin embargo, se han publicado trabajos recientes de caracterización 
molecular y clonación de peroxidadas capaces de oxidar alcohol sinapílico en plantas 
vasculares (Gabaldón y cols. 2005, Sasaki y cols. 2006), incluyendo gimnospermas 
(Koutaniemi y cols. 2005), que carecen de ligninas de tipo S (Ros Barceló 1997). Esto 
podría significar que las peroxidasas capaces de oxidar alcohol sinapílico existen 
desde antes de la aparición de las ligninas de tipo S, y provoca varias objeciones 




















































Teniendo en cuenta lo anteriormente descrito, nos fijamos como objetivo 
principal de esta tesis realizar un estudio de las ligninas y peroxidasas presentes en 




1) Estudiar la distribución histoquímica de la actividad peroxidasa en los 
traqueófitos Isoetes fluitans, Isoetes histrix, Selaginella martensii, Equisetum 
telmateia, Phyllitis scolopendrium y Pteridium aquilinum; y comparar su relación 
espacial con la producción de ligninas. 
 
2) Estudiar el patrón isoenzimático de peroxidasas de Mastocarpus stellatus, 
Cystoseira baccata, Ulva rigida, Marchantia polymorpha, Physcomitrella patens, 
Isoetes fluitans, Isoetes histrix, Selaginella martensii, Equisetum telmateia, 
Ceratopteris thalictroides, Ceratopteris cornuta, Phyllitis scolopendrium, 
Dryopteris affinis, Pteridium aquilinum y Posidonia oceanica y compararlo con el 
de Zinnia elegans. Analizarlo y establecer las posibles relaciones filogenéticas 
entre las especies citadas atendiendo a los patrones enzimáticos. 
 
3) Estudiar la actividad enzimática de la peroxidasa en las especies citadas en el 
objetivo anterior, compararla con las demás y determinar la capacidad de 
oxidación de los substratos de lignificación, estableciendo relaciones entre las 
distintas especies intentando descubrir posibles relaciones filogenéticas. 
 
4) Analizar la estructura de sus ligninas, por medio de técnicas degradativas de la 
pared celular, para conocer la composición de las mismas y sus posibles 
similitudes o diferencias. 
 
5) Comparar la distribución de unidades H/G/S en las ligninas para establecer si 
existe algún tipo de similitud entre ellas, si las mismas conducen a relaciones 
filogenéticas, y si los patrones obtenidos guardan alguna relación con los 
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I. Material vegetal 
 
Para realizar el estudio planteado se usaron un total de quince especies. Tres 
algas: Mastocarpus stellatus (Stackhouse) Guiry, Cystoseira baccata (S.G. Gmelin) 
P.C. Silva y Ulva rigida C. Agardh; una hepática: Marchantia polymorpha L.; un musgo: 
Physcomitrella patens (Hedw.) Bruch & Schimp.; nueve helechos: Selaginella martensii 
Spring, Isoetes fluitans Romero, Amigo & Ramil-Rego, Isoetes histrix Bory, Equisetum 
telmateia Ehrh, Ceratopteris thalictroides (L.) Brongn, Ceratopteris cornuta (P. Beauv.) 
Lepr., Phyllitis scolopendrium (L.) Newman, Dryopteris affinis (Lowe) Fraser-Jenkins y 




Figura 2.1.- Cronograma filogenético de las especies utilizadas, representado en relación con 
la escala de tiempo geológico, basado en datos morfológicos y moleculares de Bárbara y cols., 
2005, Kenrick y Crane, 1997, Qiu y cols., 1999, Bhattacharya y Medlin, 1998, y Pryer y cols., 
2004. Los nodos indican el momento en el que se produce la divergencia entre las especies 
relacionadas. T: plantas terrestres, V: plantas vasculares, L: licófitos, E: eufilófitas, M: 
monilófitos, F: filicófitos, S: plantas con semilla, F: plantas con flores, Ma: millones de años. 
 
RHODOPHYTA  
Petrocelidaceae M. stellatus 
OCHROPHYTA  
Cystoseiraceae C. baccata 
CHLOROPHYTA  
Ulvaceae U. rigida 
HEPATOPHYTA  
Marchantiaceae M. polymorpha 
BRYOPHYTA  
Funiaraceae P. patens 
PTERIDOPHYTA  
Isoetaceae I. fluitans e I. histrix 
Selaginellaceae S. martensii 
Equisetaceae E. telmateia 
Parkeriaceae C. thalictroides y C. cornuta 
Aspleniaceae P. scolopendrium 
Dryopteriaceae D. affinis 
Pteridiaceae P. aquilinum 
MAGNOLIOPHYTA  


























































500 Ma 400 Ma 300 Ma 200 Ma 100 Ma 0 Ma 
V
E 





                                                                                                                      Materiales y métodos 
80 
El núcleo de investigación lo constituyeron -en sentido amplio- los helechos. 
Tanto estos como el resto de las especies estudiadas fueron seleccionadas con 
criterios de variedad filogenética (Fig. 2.1), bien por que, desde el punto de vista 
evolutivo, forman parte de grupos más primitivos (algas y briófitos), bien por que la 





Aunque aparentemente constituyen un grupo homogéneo, la distancia 
filogenética que separa los tres grandes grupos de algas macroscópicas (rodófitos, 
feófitos y clorófitos), e incluso la que existe entre especies del mismo grupo, es 
enorme. Los estudios realizados hasta el momento no han permitido encontrar ligninas 
en este grupo (Bhattacharya y Medlin 1998). 
Mastocarpus stellatus (Rhodophyta, alga roja) (Figura 2.2 A) es un alga roja que 
habita en el litoral inferior y en el infralitoral. Se considera que las algas rojas fueron 
los primeros organismos pluricelulares. Su origen se remonta al Precámbrico.  
Cystoseira baccata (Ochrophyta, alga parda) (Figura 2.2 B) puede alcanzar 
hasta 2 m de longitud y vive fijada sobre las rocas del infralitoral o del litoral inferior. La 
característica distintiva de las algas pardas es que poseen un cordón parenquimatoso 
que, aunque no constituye un verdadero sistema conductor, sí muestra un elemental 
grado de organización.  
Ulva rigida (Chlorophyta, alga verde) (Figura 2.2 C) ocupa la zona mesolitoral. 
Las algas verdes y las plantas terrestres forman un linaje monofilético que incluye 
protistas y taxones superiores (Grahan 1999). Los clorófitos en general y las carales 
(un orden de aquellas) en particular, son aceptadas como los organismos antecesores 
de briófitos, helechos, gimnospermas y angiospermas (Bhattacharya Medlin 1998). 
 
Figura 2.2. Algas: Mastocarpus stellatus (A), Cystoseira baccata (B) y Ulva rigida (C). 
 
I.2. Plantas terrestres basales (hepáticas y musgos) 
 
Marchantia polymorpha (Marchantiopsida, hepática) (Figura 2.3 A) y 
Physcomitrella patens (Bryopsida, musgo) (Figura 2.3 B) normalmente se han ubicado 
A B B
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dentro del mismo phylum, pero actualmente se las considera lo suficientemente 
diferentes como para colocarlas en distintos phyla: Hepathophyta y Bryophyta, 
respectivamente. A diferencia de Marchantia polymorpha que no tiene xilema ni 
células conductoras de agua (hidroides) pero que presenta ligninas, Physcomitrella 
patens, que pertenece a la subclase Bryidae dentro de los musgos verdaderos, 
muestra un sistema conductor de agua interno que contiene hidroides y células vivas 
con paredes engrosadas (estereidas) que, no obstante, no lignifican (Ligrone y cols. 
2000). 
El interés en el estudio de plantas basales para facilitar nuestro conocimiento 
sobre angiospermas se ha incrementado con el desarrollo de Physcomitrella patens 
como un sistema modelo (Nothnagel y Nothnagel 2007) ya que el genoma de este 




Figura 2.3. Plantas terrestres basales: Marchantia polymorpha (A) y Physcomitrella patens (B). 
 




Todos los miembros de este grupo se caracterizan por poseer licófilos, hojas con 
meristemos intercalares (Figura 2.4). 
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Selagienlla martensii (Lycopsida, licófito) (Figura 2.4 A), pertenece a uno de los 
grupos más tempranamente divergentes entre las plantas vasculares existentes (Pryer 
y cols. 2001). Los licopodios muestran elementos vasales (Schneider y Carlquist 
2000), cuyas paredes celulares contienen xilanos (Carafa y cols. 2005) y xiloglucanos 
(Popper y Fry 2004), componentes que juegan un papel pivotante en la evolución de 
los tejidos vasculares (Figura 2.5), y cuya aparición precedió a la divergencia evolutiva 
de los licopodiofitos, los helechos y las plantas con semillas (Carafa y cols. 2005). 
 
 
Figura 2.5. Xilosa. Molécula base para la síntesis de xilanos y xiloglucanos.  
 
Isoetes fluitans (Figura 2.4 B) e Isoetes histrix (Figura 2.4 C) (Lycopsida, 
licófitos), son especies muy próximas a S. martensii desde el punto de vista 
filogenético. Ambos grupos, Isoetales y Selaginelales, son heterospóreas. 
Aunque los licófitos actuales son casi todos plantas relativamente pequeñas, 
algunos miembros fósiles de este linaje, como Lepidodendron (Figura 2.6), fueron 
grandes formas arborescentes que dominaron la tierra del Carbonífero y que hoy son 
el mayor componente de los depósitos de carbón (Stewart y Rothwell 1993). 
 
Figura 2.6. Lepidodendron. Licófito del carbonífero. Recreación del organismo completo (A). 





La característica distintiva de este grupo es la presencia de eufilos (hojas con 
meristemos apicales o marginales y un hueco asociado en la estela vascular), ramas 
laterales que terminan en esporangios y un distintivamente lobulado cordón como 
xilema primario (Pryer y cols. 2004). Los eufilófitos actuales pertenecen a dos clados: 
monilófitos y plantas con semillas (espermatófitos) (Kenrick y Crane 1997, Nickrent y 












Poseen una vascularización distintiva, con un protoxilema confinado en lóbulos 
del cordón xilemático (Stein 1993). Los análisis de características variadas (Kenrick y 
Crane 1997, Renzaglia y cols. 2000, 2001 y 2002, Nickrent 2000 y Pryer y cols. 2001) 




Equisetum telmateia (Equisetopsida, cola de caballo) (Figura 2.7), pertenece a 
un grupo de plantas con fósiles datados en el Devónico tardío. Los miembros de este 
clado tienen apéndices en verticilios (Figura 2.6 B), una característica estela, hojas 
altamente reducidas, esporangios sobre esporangióforos que están agrupados en 
estróbilos en los miembros actuales (Kenrick y Crane 1997). Los fósiles de este grupo 
son diversos e incluyen representantes arborescentes como Calamites, con xilema 
secundario. Estas grandes formas desaparecieron en el Pérmico, pero algunos 
representantes herbáceos sobrevivieron, incluyendo el Mesozoico Equisetites. En la 
actualidad existen 15 especies de "cola de caballo", todas ellas relativamente 
pequeñas en estatura comparadas con sus leñosos antecesores y tienen una amplia 
distribución, mayoritariamente en regiones templadas. 
 
Figura 2.7. Esfenófitos: Equisetum telmateia. Formación natural (A). Verticilio (B). 
 
I.3.2.1.2. Filicófitos (helechos verdaderos) 
 
Ceratopteris thalictroides y Ceratopteris cornuta (Filicopsida, helechos 
verdaderos) (Figura 2.8 A y B), pertenecen al género Ceratopteris formado por 
helechos acuáticos que presentan traqueidas y elementos vasales con punteaduras 
helicoidales (Carlquist y Schneider 2000), una coexistencia que ha sido descrita en 
Gnetales y dicotiledóneas pero no en las monocotiledóneas, los helechos u otras 
pteridofitas. La presencia de los vasos en Ceratopteris es destacable dado el hábitat 
acuático de este helecho, y plantea varias cuestiones sobre el significado funcional y 
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Pteridium aquilinum (Filicopsida, helecho verdadero) (Figura 2.8 E), fue uno de 
los primeros helechos en los que se descubrió la presencia de vasos y posteriormente 
fue confirmada también la de traqueidas (Carlquist y Schneider, 2001). En el mismo 
grupo y con una posicición relativa similar desde el punto de vista evolutivo están 
Phyllitis scolopendrium (Filicopsida, helecho verdadero) (Figura 2.8 C) y Dryopteris 
affinis (Filicopsida, helecho verdadero) (Figura 2.8 D). 
 
 
Figura 2.8. Helechos verdaderos: Ceratopteris thalictroides (A), Ceratopteris cornuta (B), 




Posidonia oceanica (L.) Delile (Magnoliophyta, hierba marina) (Figura 2.8), es 
unha monocotiledónea marina. Actualmente se considera que las "hierbas marinas" 
evolucionaron de antiguas angiospermas terrestres que volvieron al mar en el 
Cretácico, hace 100 millones de años (Larkun y Den Hartog 1989). Por lo tanto, no 
representan un intermediario evolutivo entre plantas primarias acuáticas y plantas 
vasculares terrestres sino un grupo de plantas vasculares adaptadas secundariamente 
a la vida acuática (Klap y cols. 2000).  
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El hecho de que estas plantas conserven los mecanismos de producción de 
lignina, muy costosos desde el punto de vista metabólico, es motivo de discusión. 
 
I.4. Condiciones de muestreo y crecimiento. 
 
Se recogieron ejemplares completos de Mastocarpus stellatus y de Ulva rigida 
en A Coruña, durante el mes de abril, sobre substrato rocoso, en el litoral inferior de la 
playa de As Lapas, orientada hacia el norte y semiexpuesta (coordenadas geográficas 
(c.g.): 43º 22,366´ N / 008º 24,995´ W, altitud: 0 m). De C. baccata en la playa 
expuesta de Mera (Oleiros), también en el mes de abril, (c.g.: 43º 23,011´ N / 008º 
20,479´ W, altitud: 0 m) después de días de fuerte oleaje. 
Ejemplares -también completos- de Marchantia polymorpha fueron recogidos en 
O Carballo (Oleiros), en la zona de riego continuo del vivero Jardín Coruña, entre el 
emparrillado de madera construido para el paso de los clientes y en las macetas de 
otras plantas situadas en la zona (c.g.: 43º 19,383´ N / 008º 20,690´ W, altitud: 30 m). 
El briófito Physcomitrella patens fue proporcionado por el Departamento de 
Biotecnología de la Escuela Técnica Superior de Ingenieros Agrónomos de la 
Universidad Politécnica de Madrid y obtenido en condiciones estériles como describen 
en Benito y Rodríguez-Navarro (2003). 
Isoetes fluitans fue obtenido en el cauce del Río Forxa en Guitiriz (Lugo). (c.g.: 
43º 11,274´ N / 007º 53,392´ W, altitud: 453 m). Isoetes histrix fue recogido en Melide 
(A Coruña), en una zona pantanosa, en los márgenes de charcas de diferentes 
tamaños y profundidades (c.g.: 42º 53,978´ N / 007º 58,605´ W, altitud: 449 m). Ambas 
especies durante el mes de mayo. 
Selagienella martensii fue adquirida en la Floristería Muguet de A Coruña, en 
maceta y sobre humus. 
Equisetum telmateia aparece en abundancia, durante los meses de abril a 
octubre, en la zona próxima a los arcenes de la carretera que discurre paralela al 
embalse de Sabón, en el municipio de Arteixo (A Coruña), lugar en el que fue recogido 
(c.g.: 43º 19,417´ N / 008º 29,911´ W, altitud: 26 m). 
Ceratopteris thalictroides y Ceratopteris cornuta son utilizados como plantas de 
acuario. Fueron adquiridos en Don Perro, un establecimiento de esta especialidad de 
A Coruña. 
Phyllitis scolopendrium y Dryopteris affinis fueron recogidos en los márgenes del 
río Mandeo, en el lugar de Chelo, situado en Coirós (A Coruña), (c.g.: 43º 15,871´ N / 
008º 09,765´ W, altitud: 26 m), mientras que Pteridium aquilinum se obtuvo en las 
proximidades de la Facultad de Ciencias de la Universidade da Coruña en A Zapateira 
(A Coruña), (c.g.: 43º 19,799´ N / 008º 24,263´ W, altitud: 135 m). Las tres especies en 
los meses de mayo y junio. 
Posidonia oceanica fue recogida en la costa de la Dehesa de Campoamor 
(Alicante), (c.g.: 37º 51,861´N / 0º 45,341´W). 
En todos los casos, tras la obtención, las muestras fueron lavadas. Se dividió el 
material recogido en dos partes. Una se utilizó para la realización, en fresco, de las 
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pruebas que así lo exigen (histoquímicas y cinéticas) y, la otra, se congeló a -80 ºC 









l: 43º 19,417´ N 
L: 008º 29,911´ W 
Altitud:    26 m 
A Zapateira (A Coruña) 
Pteridium aquilinum 
 
l: 43º 19,799´N 
L: 008º 24,263´W 





l: 43º 15,871´ N 
L: 008º 09,765´ W 




l: 43º 11,274´ N 
L: 007º 53,392´ W 




l: 42º 53´978´ N 
L: 007º 58,605´ W 





l: 43º 22,366´ N 
L: 008º 24,995´ W 




l: 43º 23,011´ N 
L: 008º 20,479´ W 
Altitud: 0 m 
O Carballo (Oleiros) 
Marchantia polymorpha 
 
l: 43º 19,383´ N 
L: 008º 20,690´ W 
Altitud:  30 m 
Dehesa de Campoamor 
Posidonia oceanica 
 
l: 37º 51´861´ N 
L: 000º 45,341´ W 
Altitud:  449 m 
Especies adquiridas en establecimientos 
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La diversidad en forma y características entre las distintas especies hizo que en 
cada caso fuese necesario emplear el órgano o la parte que reunía las mejores 
condiciones de trabajo (Tabla 2.1). 
 
Tabla 2.1.- Sistemática de las distintas especies y órganos o partes de los individuos 
empleados en la experimentación, basada en datos morfológicos y moleculares de Bárbara y 




    Clase 
        Orden 
            Familia 
Especie Órgano/parte seleccionado 
RODOPHYTA 
    Florideophyceae 
        Gigartinales 
            Petrocelidaceae 
M. stellatus Individuos completos 
OCHROPHYTA 
    Phaeophyceae 
        Fucales 
            Cystoseiraceae 
C. baccata Individuos completos 
CLOROPHYTA 
    Ulvophyceae 
        Ulvales  
            Ulvaceae 
U. rígida Individuos completos 
HEPATOPHYTA 
    Marchantiopsida  
        Marchantiales 
            Marchantiaceae 
M. polymorpha Individuos jóvenes 
completos 
BRYOPHYTA 
    Bryopsida  
        Funariales  
            Funariaceae  
P. patens Individuos completos (tras 
60 días de cultivo) 
PTERIDOPHYTA 
    Lycopsida  
        Selaginellales  
            Selaginellaceae 
S. martensii Fronde 
PTERIDOPHYTA 
    Lycopsida  
        Isoetales  
            Isoetaceae 




    Equisetopsida 
        Equisetales 
            Equisetaceae 
E. telmateia Fronde: cilindro central. 
Individuos jóvenes 
PTERIDOPHYTA 
    Filicopsida  
        Polypodiales  
            Parkeriaceae 




    Filicopsida 
        Aspleniales 
            Aspleniaceae 
P. scolopendrium Fronde: cilindro central. 
Individuos jóvenes 
PTERIDOPHYTA 
    Filicopsida 
        Aspleniales 
           Dryopteridaceae 
D. affinis Fronde: cilindro central. 
Individuos jóvenes 
PTERIDOPHYTA 
    Filicopsida 
        Plypodiales 
            Pteridiaceae 
P. aquilinum Fronde: cilindro central. 
Individuos jóvenes. 
MAGNOLIOPHYTA 
    Liliopsida 
        Alismatales 
            Posidoniaceae 
P. oceanica Hoja 
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II. Técnicas histoquímicas 
 
Las tinciones histoquímicas se realizaron sobre secciones de grosor 
comprendido entre 100 y 300 µm. Las observaciones y fotografías se realizaron con 
una lupa Nikon SMZ 150 y las fotografías con una cámara Nikon DXM1200. 
 
II.1. Localización histoquímica de la actividad peroxidasa 
 
La determinación histoquímica de la actividad peroxidasa se realizó incubando 
las secciones directamente con tetrametilbencidina (TMB) 50 µM disuelta en agua, en 
tampón Tris acetato 50 mM pH 5,0 durante 15-20 minutos a 25ºC. Se realizaron 
controles en presencia de ácido ferúlico que se utilizó a una concentración de 100 µM. 
 
II.2. Localización histoquímica de las ligninas. Test de Wiesner 
 
Para la tinción citoquímica e histoquímica de ligninas por este método, que es 
específico para los grupos cinamaldehído (Pomar y cols. 2002), las secciones se 
tiñeron con una disolución que contenía floroglucinol (1,3,5-trihidroxibenceno) (Figura 
2.11) al 1% (p/v) en HCl/EtOH (25:75) (v/v) durante 10-15 minutos y, posteriormente, 
se observaron en campo claro. El floroglucinol reacciona especificamente con grupos 
cinamaldehido presentes en las ligninas originando un producto que confiere una 
coloración roja a la zona del corte en la que tiene lugar la reacción. 
 
Figura 2.11. Esquema propuesto para la reacción del floroglucinol con O-4-aldehidos 
cinamílicos terminales contenidos en las ligninas. R puede ser H (aldehído coniferílico) o OCH3 
(aldehído sinapílico). Tomado de Pomar y cols. 2002. 
 
 
III. Estudio de las ligninas 
 
III.1. Aislamiento de paredes celulares 
 
Para el aislamiento de las paredes celulares se siguió el método de Pomar y 
cols. (2002). Para ello, 10 g de tejido fresco se homogeneizaron en 30 mL de agua 
destilada. El homogeneizado se centrifugó a 3000xg durante 10 minutos a temperatura 











HCl Cl-   +   H2O+
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tres veces en una solución al 1% de Tritón X-100, realizando la centrifugación en las 
mismas condiciones. Seguidamente, el precipitado se lavó con agua hasta conseguir 
la total eliminación de Tritón X-100. A continuación, se realizaron cuatro lavados con 
etanol absoluto. El precipitado final se filtró a vacío sobre un disco de celulosa, 
realizándose varios lavados con éter etílico, hasta conseguir el secado total de las 
paredes celulares. 
 
III.2. Cuantificación de ligninas 
 
Para la cuantificación de las ligninas se utilizó el método del bromuro de acetilo 
(Iiyama y Wallis, 1988). Para ello, se pesaron 25 mg de paredes celulares a las que se 
añadió bromuro de acetilo al 25% (p/p) en ácido acético en un volumen de 5 mL. Esta 
mezcla se incubó, en un baño de bloque metálico para tubos TEMBLOC de Selecta, a 
70 ºC durante 30 minutos. Transcurrido este tiempo se dejó que enfriaran los tubos, se 
añadieron 10 mL de NaOH 2N y finalmente se enrasaron a 100 mL con ácido acético. 
Tras dejar reposar las muestras, por si quedaba alguna partícula en suspensión, se 
midió la absorbancia a 290 nm frente a un blanco. Para calcular la concentración de 
ligninas se usó un factor de 20,091 g-1cm-1 según la estimación de Iiyama y Wallis 









III.3. Oxidación con nitrobenceno 
 
La oxidación alcalina con nitrobenceno de las paredes celulares y los análisis de 
HPLC de los productos obtenidos se llevaron a cabo según Pomar y cols. (2002). Para 
ello, usando tubos pírex de tapón de teflón que se agitaron suavemente cada cierto 
tiempo, se incubaron 25 mg de paredes celulares con 2,5 mL de NaOH 2N y 0,25 mL 
de nitrobenceno, en un baño de bloque metálico para tubos TEMBLOC de Selecta, a 
170 °C durante 150 minutos. Transcurrido este tiempo, tras enfriar los tubos, se añadió 
a cada uno 5 mL de H2O y se extrajo la fase acuosa en un embudo de decantación 
con 5 mL de diclorometano (CH2Cl2). Esta extracción se realizó tres veces con el fin de 
eliminar los productos de degradación del nitrobenceno. A continuación, el residuo 
acuoso de las tres extracciones se acidificó a un pH entre 1,0 y 2,0 con HCl 5N, tras lo 
cual, se realizaron -de nuevo- tres extracciones con una mezcla de diclorometano-
acetato de etilo (1:1) (v/v). Al conjunto de las extracciones se le añadió sulfato sódico 
anhidro (Na2SO4) en exceso y, tras haberlo filtrado, se evaporó el disolvente orgánico 
a sequedad en un evaporador rotatorio (Büchi R-200). El residuo final se disolvió en 
Am Absorbancia de la muestra.
Ab  Absorbancia del blanco. 
V    Volumen de solución (l). 
a    Absortividad estándar de la lignina 
W   Peso de muestra (g). 
aW
VAbAm )(100 −=(%)Lignina
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metanol, se pasó a través de un filtro de 0,45 µm y se llevó a un volumen de 1 mL con 
metanol.  
Las muestras se analizaron por cromatografía líquida (HPLC) en una columna de 
fase reversa Spherisorb ODS2 C18 usando un equipo Waters Alliance, provisto de un 
detector de diodos Waters 996. Para llevar a cabo la cromatografía se utilizaron las 
mezclas de solventes A, que contenía acetonitrilo al 50% y ácido acético al 2% y B, 
que era ácido acético al 2%. El programa usado consistió en un gradiente de: 35% 
solvente A, 65% solvente B, minuto 0; 40% solvente A, 60% solvente B, minuto 5; 50% 
solvente A, 50% solvente B, minuto 14 y 35% solvente A, 65% solvente B, minuto 16. 
El flujo fue de 1 mL · min-1. 
La cuantificación del p-hidroxibenzaldehído, la vanillina y el siringaldehído se 




La tioacidolisis se realizó según Pomar y cols. (2002). Para ello, 15 mg de 
paredes celulares se mezclaron con 10 mL de una disolución formada por BF3 
dietileterato 0,2 M en una mezcla 8,75/1 (v/v) dioxano/etanotiol (EtSH). La tioacidolisis 
se realizó en un tubo de vidrio pirex con tapón de teflón, en un baño de bloque 
metálico para tubos TEMBLOC de Selecta, a 100 °C durante 4 horas, agitando 
suavemente cada cierto tiempo.  
Transcurridas las cuatro horas, se añadieron 30 mL de agua destilada con el fin 
de detener la reacción y enfriar la mezcla. Seguidamente, se ajustó el pH de la mezcla 
a un valor entre 3,0 y 4,0 mediante una solución 0,4 M de carbonato sódico.  
Una vez ajustado el pH, se procedió a la extracción con 30 mL de diclorometano, 
empleando un embudo de decantación, recuperando la fase orgánica y descartando la 
acuosa. Esta extracción se realizó tres veces, tras lo cual, los volúmenes obtenidos se 
juntaron, y se añadió sulfato sódico anhidro (Na2SO4) en exceso para eliminar el agua 
arrastrada. A continuación, se procedió a la evaporación del diclorometano en un 
evaporador rotatorio (Büchi R-200) a 40 °C. El residuo final se disolvió en 0,5 mL de 
diclorometano.  
Finalmente, 10 μL de la solución se mezclaron con 100 μL de BSTFA (N,O-bis 
(trimetilsilil) trifloroacetamida) y 10 μL de piridina (grado GC), para obtener los 
derivados de trimetil-sililo. 
 
Análisis de los derivados trimetil-silil por cromatografía de gases-espectrometría 
de masas 
 
Para el análisis de las muestras anteriormente obtenidas, se utilizó un 
cromatógrafo Thermo Finnigan, Trace GC, equipado con una columna DB-XLB, J&W, 
de 60 m x 0,25 mm de diámetro interno, usando helio como gas portador a un flujo 
constante de 1mL · min-1. El programa de temperatura fue desde 90 ºC hasta 270 ºC, a 
una velocidad de 5 ºC min-1. El cromatógrafo se acopló a un detector de masas 
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IV. Determinación de la actividad peroxidasa 
 
IV.1. Obtención de la actividad peroxidasa presente en el apoplasto 
 
Se cortaron los cilindros centrales de las frondes de los helechos en secciones 
de 5 mm de longitud y se lavaron con agua destilada. Posteriormente, se sometieron a 
infiltración a vacío empleando una bomba de vacío Millipore durante un período de 5 
minutos a 1,0 KPa, y a 4 ºC en tampón Tris-acetato 50 mM pH 5,0, que contenía KCl 
1,0 M y CaCl2 50 mM. 
Una vez realizada la infiltración, se escurrieron las secciones y a continuación se 
centrifugaron en una jeringuilla dentro de un tubo de centrífuga a 1000xg, durante 5 
minutos a 4 ºC. 
La fracción proteica obtenida se purificó por diálisis, durante 24 horas, frente a 
agua destilada milli-Q, empleando membranas de diálisis de celulosa (Sigma). 
 
IV.2. Obtención de la actividad peroxidasa total 
 
Las muestras fueron homogeneizadas a 4ºC, en un mortero con arena y tampón 
de extracción en una proporción 1:2 (p/v). El tampón estaba compuesto por EDTA 1 
mM, KCl 1 M, Tris 50 mM, ajustando el pH a 7,5 con HCl. En el momento de la 
homogeneización se añadieron 0,5 g de PVPP por cada 10 gramos de tejido. A 
continuación se filtró el homogeneizado a través de dos gasas, previamente enfriadas 
y se descartó el material retenido. El eluído se centrifugó a 27000xg durante 30 
minutos a 4 ºC. La fracción proteica obtenida se purificó por diálisis, durante 24 horas, 
frente a agua destilada milli-Q. 
El resultado de esta purificación se consideró como peroxidasa total. 
 
IV.3. Medidas de la actividad peroxidasa 
 
Los ensayos cinéticos y las determinaciones espectrofotométricas se llevaron a 
cabo en un espectrofotómetro UV/Visible Varian, Cary 3E. Las actividades enzimáticas 
se expresaron en todos los casos en nanokatales (nkat), unidad que se define como 
aquella cantidad de enzima capaz de convertir un nanomol de sustrato en producto por 
segundo.  
La actividad peroxidasa se determinó con diferentes sustratos en un medio de 
reacción que contenía tampón Tris acetato 50 mM, pH 5,0 y H2O2 500 μM, utilizando 
como donadores de electrones: 1,0 mM de 4-metoxi-α-naphtol (Δε593=21,0 mM-1cm-1), 
o 50 μM de siringaldazina (Δε530=27 mM-1cm-1) (Ros Barceló y cols. 2002a). La 
actividad peroxidasa también se midió con los precursores de las ligninas a una 
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concentración de 0,1 mM: alcohol p-cumarílico (Δε259=14,756 mM-1cm-1), alcohol 
coniferílico (Δε262=9,75 mM-1cm-1), alcohol sinapílico (Δε271=4,14 mM-1cm-1), p-
cumarilaldehído (Δε324=20,732 mM-1cm-1), coniferilaldehído (Δε341=13,44 mM-1cm-1) y 
sinapilaldehído (Δε340=11,95 mM-1cm-1) (Ros Barceló y Pomar 2001). 
 
 
V. Técnicas electroforéticas 
 
V.1. Isoelectroenfoque en equilibrio en placa 
 
Para la realización del isoelectroenfoque se utilizaron geles comerciales de 
poliacrilamida, Ampholine PAGplate de Pharmacia-Biotech, con una concentración T= 
5% y C= 3% y un rango de pH de los geles entre 3,5-9,5. El gel tenía unas 
dimensiones finales de 65 x 110 mm. 
Para llevar a cabo el enfoque se usó un sistema Multiphor II de Pharmacia, 
manteniendo la temperatura constante a 10 °C mediante un circuito cerrado de 
refrigeración conectado a un estabilizador de temperatura Multitemp III de Pharmacia-
Biotech. En el interior de la cubeta se colocaron dos frascos con una solución de 
hidróxido sódico 1 N con el objeto de permitir la disolución del CO2 desprendido 
durante el isoelectroenfoque, ya que este CO2 puede provocar variaciones en el 
gradiente de pH deseado. 
 
Cargado de las muestras y desarrollo del isoelectroenfoque 
 
Los geles, en su soporte de plástico, se colocaron sobre la placa de porcelana 
del Multiphor II de Pharmacia depositándose entre el plástico y la placa una gota de 
queroseno para facilitar una temperatura homogénea en toda la superficie del gel. 
Seguidamente, se colocaron unas bandas de isoelectroenfoque de Pharmacia 
empapadas en soluciones hidrolíticas, de hidróxido sódico para la banda del cátodo y 
de ácido fosfórico para la banda del ánodo. A continuación, se depositaron 10 μL de 
muestra sobre los papeles de aplicación de Pharmacia, de 5 x 5 mm de tamaño, 
colocados en el centro del gel. Por último se desarrolló el isoelectroenfoque a 1500 V y 
8 mA (2 W) durante 90 minutos. 
 
Revelado de la actividad peroxidasa con 4-metoxi-α-naftol 
 
El revelado de las isoenzimas de la peroxidasa con 4-metoxi-α-naftol (4-MN) se 
realizó incubando los geles durante 15-30 minutos, en agitación y a 25 °C, en un 
medio que contenía 4-MN 1 mM y H2O2 0,5 mM, en tampón acetato sódico 50 mM, pH 
5,0. Tras la tinción, los geles se lavaron con agua destilada (López-Serrano y cols. 
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I. Localización histoquímica de la actividad peroxidasa y de las ligninas 
 
I.1. Estudio histoquímico de la actividad peroxidasa 
 
Las tres especies de licófitos estudiadas (Isoetes fluitans, Isoetes histrix y 
Selaginella martensii) dieron resultados positivos en la tinción con TMB, que pone de 
manifiesto la presencia conjunta de peroxidasas y H2O2 (Figura 3.1). 
 
Figura 3.1. Secciones transversales de Isoetes fluitans (A) y Selaginella martensii (B) después 
de ser teñidas con TMB para poner de manifiesto la presencia de peroxidasas. Barra 300 μm. 
 
El patrón de distribución de las peroxidasas es similar. Las peroxidasas se 
expresan en el cordón vascular central y en las células epidérmicas, aunque la tinción 
es más continua y uniforme en Selaginella martensii (Figura 3.1B) que en Isoetes 
fluitans (Figura 3.1A). 
También fueron positivos los resultados cuando se tiñeron con TMB secciones 
del esfenófito Equisetum telmateia (Figura 3.2). Las secciones de tejido son diferentes 
en el nudo (Figuras 3.2A y 3.2B) y en el entrenudo (Figura 3.2C y 3.2D) ya que las 
segundas son huecas en el centro. Aún así, la peroxidasa aparece en las mismas 
zonas, rodeando al canal carinal y, más difusamente, en la zona de cortex que se situa 
entre los canales valeculares. En Equisetum los haces vasculares forman una eustela 
A 
B 
                                                                                                                    Resultados y discusión 
96 
constituida por haces discretos dispuestos formando un anillo alrededor de un 
hipotético eje central. 
 
Figura 3.2. Secciones transversales de Equisetum telmateia. Nudo (A y B), entrenudo (C y D) 
después de ser teñidas con TMB para poner de manifiesto la presencia de peroxidasas (A y C), 
con TMB y ácido ferúlico, que actúa como inhibidor de las mismas (B y D). Parte de Equisetum 
telmateia (E) en la que se muestra el nudo (n) y el entrenudo (en). Canal carinal (cc), canal 
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Figura 3.3. Secciones transversales de Phyllitis scolopendrium (A y B) después de ser teñidas 
con TMB para poner de manifiesto la presencia de peroxidasas. Barra 300 μm. 
 
La tinción de cortes histológicos de los filicófitos Phyllitis scolopendrium y 
Pteridium aquilinum dio también resultados positivos para la peroxidasa al emplear 
como substrato TMB (Figura 3.3). 
Phyllitis scolopendrium (Figura 3.3A y 3.3B) produce peroxidasa de forma 
localizada en el cordón vascular central, dividido en dos partes con estructuras 
perfectamente simétricas (Figura 3.3A) y en la epidermis (Figura 3.3B), aunque se 
produce también una cantidad difusa de peroxidasa en la zona cortical. 
Pteridium aquilinum también tiene una importante producción de peroxidasa que 
se distribuye de forma poco específica por todo el corte. 
Los resultados indican que todas las especies analizadas disponen de 
peroxidasas. Aunque los patrones de producción de las mismas son diferentes, tienen 
un denominador común, aparecen fundamentalmente en las zonas próximas a los 
haces vasculares, aunque los diseños de los mismos muestran grandes diferencias 
entre especies. 
Las tinciones indicadas son atribuibles a la peroxidasa ya que los controles en 
presencia de ácido ferúlico no mostraron reacción. 
En varias de las especies (Isoetes fluitans, Isoetes histrix, Selaginella martensii y 
Phyllitis scolopendrium) hay otra zona en la que se produce peroxidasa, la epidermis o 
sus proximidades. 
Todas las especies son plantas vasculares y la presencia de peroxidasas es 
condición indispensable para que se produzca la lignificación de las paredes celulares 
de las células que formen los haces conductores (traqueidas o/y vasos). 
 
I.2. Localización histoquímica de ligninas 
 
El test de Wiesner (Pomar y cols. 2002), basado en la reacción del reactivo de 
floroglucinol con las ligninas en medio ácido, revela la presencia de grupos 
cinamaldehídos en las ligninas (Geiger y Fuggerer 1979). 
A B
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Los licopodios estudiados muestran (Figura 3.4) los típicos patrones de 
vascularización de las especies de este grupo. El haz vascular central dibuja la estela 
propia de los licopodios en la que se forma un cordón central en el que se colocan 
alternativamente haces de xilema y de floema, dibujando una plectostela típicamente 
anfifloica o anficribal. 
 
Figura 3.4. Secciones transversales de licopodios: Isoetes fluitans (A y B),  de Selaginella 
martensii (C y D) e Isoetes histrix (E) después de ser teñidas con floroglucinol para poner de 
manifiesto la presencia de ligninas. Barra 300 μm. 
 
Aunque tenue, Isoetes fluitans presenta lignificación en la zona periférica (Figura 
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que las ligninas pudieron haber cumplido un papel inicial de defensa química contra 
herbívoros y que después sus funciones evolucionaron a las de conducción y sostén. 
Esto explicaría el patrón de lignificación descrito. 
Isoetes histrix (Figura 3.4E) y Selaginella martensii (Figura 3.4C y 3.4D) 
presentan lignificación, exclusivamente en la zona vascular y practicamente restringida 
al xilema, mientras que los tejidos del floema, solo presentan una tinción débil. 
Es de destacar la presencia de enormes espacios huecos, llenos de aire, que 
forman el aerénquima en Isoetes fluitans y, en menor medida, en Isoetes histrix. 
Ambas especies están totalmente relacionadas con el medio acuático, la primera vive 
completamente sumergida en el agua, en ríos limpios y en zonas de corriente y la 
segunda en las proximidades de lagos o pequeñas acumulaciones de agua. Esto 
plantea también la incógnita que representa que plantas que han vuelto al medio 
acuático, o no lo han abandonado totalmente nunca, sigan manteniendo una 
maquinaria costosa de síntesis de ligninas. 
La figura 3.5 muestra los resultados obtenidos para la detección de ligninas en el 
esfenófito Equisetum telmateia. El test de Wiesner resultó claramente positivo. Las 
ligninas se depositan en lugares y, sobre todo, cantidades diferentes, dependiendo de 
que el corte histológico correspoda a una zona de nudo (Figura 3.5A y 3.5B) o de 
entrenudo (Figura 3.5C y 3.5D). El esquema vascular o estela de esta especie 
presenta una distribución en forma de eustela, propio además, de gimnospermas y de 
angiospermas dicotiledóneas. 
Tanto en el nudo como en el entrenudo, los haces vasculares se disponen en 
bandas discretas distribuidas en forma circular alrededor de un hipotético eje central. 
En cada uno de ellos el xilema se dispone hacia el interior, y rodeando parcialmente el 
canal carinal, y el floema hacia el exterior. Esto es evidente al provocar la 
autofluorescencia de las ligninas, al iluminar el corte histológico con luz UV (λ= 380 
nm) (Figura 3.5E). En la zona del nudo, además, las ligninas también aparecen en la 
zona cortical que se sitúa entre los canales valeculares, grandes espacios por los que 
circula el aire, que separan cada uno de los trazos que dará lugar a los distintos 
elementos del verticilo típico de los esfenófitos o colas de caballo. 
Mientras que en el nudo la lignificación es muy intensa, en el entrenudo se 
produce una débil lignificación que queda reducida a la zona próxima al canal carinal, 
y dos filas de células que delimintan el floema. 
El patrón de lignificación que presenta Phyllitis scolopendrium (Figura 3.6A y 
3.6B) es un cordón central en el que se disponen alternativamente haces de xilema y 
floema, incluso con tejido cortical entre esos haces. 
La tinción con floroglucinol de las ligninas de Pteridium aquilinum (Figura 3.6C y 
3.6D) presenta un complicado patrón que engloba al sistema vascular y a todo el 
contorno del corte, la epidermis y las primeras capas celulares, a partir de ella, 
presentan también una intensa coloración. 
El corte histológico ofrece un conjunto de haces totalmente diferenciados unos 
de otros que se conoce, en conjunto, como dictiostela. Siendo cada uno de los haces 
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una meristela formada por xilema y floema. Este último rodeando al primero, aunque 
no en todas las subunidades. 
 
 
Figura 3.5. Secciones transversales de Equisetum telmateia, del nudo (A y B) y del entrenudo 
(C, D y E) después de ser teñidas con floroglucinol (A, B, C y D) para poner de manifiesto la 
presencia de ligninas. Detección de ligninas por autofluorescencia con UV (λ= 380 nm) (E). 
Parte de Equisetum telmateia (E) en la que se muestra el nudo (n) y el entrenudo (en). Canal 
carinal (cc), canal valecular (cv). Barra 300 μm. 
 
Todas las especies estudiadas presentan lignificación en distintos grados de 
intensidad y con distintos patrones, desde los licófitos, considerados basales entre los 
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produce, en todos los casos, en el tejido vascular de las plantas y en Isoetes fluitans y 
en Pteridum aquilinum, además, en la zona próxima a la epidermis, lo que apuntaría a 




Figura 3.6. Secciones transversales de Phyllitis scolopendrium (A y B) y de Pteridium 
aquilinum (C y D) después de ser teñidas con floroglucinol para poner de manifiesto la 
presencia de ligninas. Barra 300 μm. 
 
Carlquist y Schneider (2001) confirmaron trabajos anteriores en los que se 
apuntaba la presencia de vasos en el xilema del licófito Selaginella martensii y del 
filicófito Pteridium aquilinun, al mismo tiempo que informaron de la presencia de los 
mismos elementos en el xilema del filicófito acuático del género Ceratopteris. Siendo 
en el caso de Pteridium aquilinum los únicos elementos conductores del xilema. En el 
resto de las especies sometidas a estudio las unidades de los haces vasculares son 
las traqueidas. 
Los distintos patrones son un recorrido por la teoría de la estela, atribuida a 
Lotsy (1909) que explica todos los cambios sufridos por el sistema vascular de los 
traqueófitos desde el punto de vista evolutivo y que se conservan en las distintas 
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II. Estudio de la lignificación 
 
II.1. Cuantificación de ligninas 
 
Tras detectar la presencia de ligninas en algunas de las especies estudiadas se 
procedió a la determinación del contenido de ligninas, de todas las especies, 
empleando el método del bromuro de acetilo (Iiyama y Wallis, 1988) (Tabla 3.1). 
Los resultados muestran que la cantidad de ligninas es muy variable, sin que se 
pueda establecer un patrón atendiendo al lugar que ocupan las distintas especies en el 
árbol filogenético y al mismo tiempo encontrando ciertas particularidades que, en 
principio, cuestionarían la eficacia del método del bromuro de acetilo cuando se aplica 
en igualdad de condiciones a especies de origen y características tan diversas. 
Llama poderosamente la atención que se detecten cantidades importantes de 
ligninas en el grupo de algas (Tabla 3.1) cuando no se han descrito con anterioridad 
procesos de lignificación en las mismas. Las cantidades medidas, aunque 
comparativamente menores con respecto al conjunto, superan a las obtenidas en 
especies vasculares como los filicófitos (helechos verdaderos) del género Ceratopteris 
(Tabla 3.1, muestras 9 y 10), los licófitos del género Isoetes y la angiosperma 
Posidonia oceanica (Tabla 3.1, muestra 14), a los que une la característica común de 
ser organismos acuáticos. 
Destaca el elevado valor medido en las muestras de la hepática Marchantia 
polymorpha y del briófito Physcomitrella patens (Tabla 3.1, muestras 4 y 5). Del 
carácter basal de ambas especies se esperarían valores menores, en el primer caso y 
nulos en el segundo ya que se ha descrito que Marchantia polymorpha lignifica 
mientras que Physcomitrella patens no. 
Las cantidades más altas de ligninas entre las especies estudiadas 
corresponden a Pteridium aquilinum (Tabla 3.1, muestra 13), filicófito generalmente 
considerado como poseedor de un sistema vascular más evolucionado entre los 
helechos, característica que se puede hacer extensiva a D. affinis (Tabla 3.1, muestra 
12) que ofrece unos resultados muy parecidos. 
Pteridium aquilinum y el género Ceratopteris tiene vasos en su sistema vascular 
(Carlquist y Schneider 2001). 
Los licófitos Isoetes fluitans e Isoetes histrix (Tabla 3.1, muestras 6 y 7) 
presentan valores menores de ligninas. Se trata de especies acuáticas o totalmente 
vinculadas a hábitats acuáticos. El primero vive completamente sumergido, a merced 
de la corriente de los ríos, y el segundo es de muy pequeño tamaño y ocupa los 
bordes de lagos y lagunas. 
Con valores intermedios en la cantidad de ligninas medida se encuentra el 
esfenófito Equisetum telmateia (Tabla 3.1, muestra 8). 
Este método para la determinación de ligninas, el bromuro de acetilo (Iiyama y 
Wallis 1990), depende de la solubilización de fragmentos de lignina y de las 
cantidades empleadas, usando un coeficiente de extinción de 20,1 g·cm-1. Tiene el 
problema de que puede sobreestimar significativamente la cantidad de lignina cuando 
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las substancias que no forman parte de las ligninas pero que absorben en el UV son 
también solubilizadas (Anterola y Lewis 2002). 
 
Tabla 3.1. Cuantificación de ligninas en las distintas especies vegetales estudiadas con el 
método del bromuro de acetilo. 
 
 Especie mg ligninas / g pared celular 
1 Mastocarpus stellatus 53,0 ± 8,0 
2 Ulva rigida 62,0 ± 9,0 
3 Cystoseira baccata 31,0 ± 4,0 
4 Marchantia polymorpha 186,0 ± 6,0 
5 Physcomitrella patens 184,0 ± 20,0 
6 Isoetes fluitans 60,0 ± 5,0 
7 Isoetes histrix 61,0 ± 8,0 
8 Equisetum telmateia 95,0 ± 13,0 
9 Ceratopteris thalictroides 37,0 ± 1,0 
10 Ceratopteris cornuta 55,0 ± 3,0 
11 Phyllitis scolopendrium 91,0 ± 9,0 
12 Dryopteris affinis 174,0 ± 3,0 
13 Pteridium aquilinum 194,0 ± 17,0 
14 Posidonia oceanica 45,0 ± 10,0 
 
Este es seguramente el caso de las algas y del musgo Physcomitrella patens. La 
falta de resultados en los análisis de las ligninas por degradación de las mismas hace 
pensar que la estimación calculada con el método del bromuro de acetilo es atribuible 
a otras substancias diferentes de las ligninas que absorben en los mismos valores de 
UV.   
Otro de los problemas del método es que no ha sido establecido si el coeficiente 
de extinción puede servir adecuadamente para todas las especies, e incluso, para 
todas las etapas de desarrollo de cada especie (Anterola y Lewis 2002).  
 
II.2. Caracterización de ligninas mediante tioacidolisis y oxidación con 
nitrobenceno: Monómeros estructurales y grado de polimerización 
 
La tioacidolisis es una técnica degradativa que rompe las ligninas por los enlaces 
β-O-4, que constituyen las uniones predominantes en éstas (Lapierre y cols. 1995), y 
cuya contribución puede variar entre un 50% en gimnospermas y el 80% en 
angiospermas (Ralph y cols. 2004). Por este motivo, la tioacidolisis solubiliza sólo la 
fracción de lignina no condensada (Anterola y Lewis 2002), localizada principalmente 
en las paredes celulares secundarias (Ruel y cols. 2002). Los productos de 
degradación de las ligninas permiten la identificación de las unidades que constituyen 
la fracción no condensada de las mismas. Entre esos productos derivados se 
encuentran los procedentes de los alcoholes p-cumarílico, coniferílico y sinapílico que 
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dan lugar a las tres unidades constituyentes de las ligninas más importantes: H 
(hidroxifenilo), G (guaiacilo) y S (siringilo). 
La degradación de paredes con nitrobenceno produce mezclas características 
de p-hidroxibenzaldehído, vanillina y siringaldehído que son indicativas de los residuos 
de unidades H, G y S, respectivamente. 
Las unidades H, derivadas de la incorporación del monolignol alcohol p-
cumarílico a las ligninas, podría ser confundido con ésteres del p-cumarato que 
aparecen como grupos acilados laterales en las ligninas de los cereales. Esta 
confusión (y la derivación de productos idénticos cuando se usan métodos 
degradativos como la oxidación con nitrobenceno) condujeron en el pasado a la 



























































       CHLOROPHYTA
 
 
Los resultados obtenidos en la tioacidolisis de las paredes celulares de las tres 
algas estudiadas (Mastocarpus stellatus, Cystoseira baccata y Ulva rigida) fueron 
totalmente negativos. En la cromatografía de gases no fue detectado ninguno de los 
productos de tioacidolisis que definen a las ligninas (Lapierre y cols. 1995), ni siquiera 
- y fundamentalmente - los más abundantes, derivados de los alcoholes p-cumarílico, 
coniferílico y sinapílico (Figura 3.7). Mientras que la oxidación por nitrobenceno 
permitió detectar pequeñas cantidades de p-hidroxibenzaldehído, que permitirían 
aventurar la presencia de grupos H procedentes de la degradación de las ligninas 
(Figura 3.8). 
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Figura 3.7. Perfiles de la cromatografía de gases de los monómeros tioetilados (isómeros eritro 
y treo) que surgen de las estructuras aril-glicerol-β-aril éter (β-O-4), derivadas de los alcoholes 
p-cumarílico(A, D y G), coniferílico (B, E y H) y sinapílico (C, F e I), en las ligninas del xilema de 






















































































































Figura 3.8. Perfil de HPLC de los productos de la oxidación alcalina con nitrobenceno 
obtenidos de las paredes celulares de Mastocarpus setellatus (A), Cystoseira baccata (B) y 
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      HEPATOPHYTA 
 
 
Figura 3.9. Perfiles de la cromatografía de gases de los monómeros tioetilados (isómeros eritro 
y treo) que surgen de las estructuras aril-glicerol-β-aril éter (β-O-4), derivadas de los alcoholes 
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l:     43º 19,383´ N 
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Figura 3.10. Espectros de masas de los monómeros tioetilados que surgen de las estructuras 
aril-glicerol-β-aril éter (β-O-4) derivadas de  los alcoholes p-cumarílico (a), coniferílico (b) y 
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Tabla 3.2. Productos de tioacidolisis del xilema de Marchantia polymorpha, tiempos de 
retención en la cromatografía de gases, patrones de fragmentación, y unidad estructural en las 
ligninas de los que son derivados. 
 
Producto 
tioacidolisis tr (min) 
m/z 
(Intesidad relativa) 




326(25), 311(11), 267(100), 





33,9 265(50), 239(100), 205(16) 
Alcohol p-cumarílico 
unido por enlaces ß-O-4 
(eritro y treo) 
 
35,2 418(1), 403(4), 295(11), 269(100), 235(13), 75(7), 73(18) 
Alcohol coniferílico unido 
por enlaces ß-O-4  
(eritro y treo) 
 
35,4 283(66), 222(48), 192(4), 135(100) Coniferilaldehído unido por enlaces ß-O-4 
 
36,8 325(5), 299(100), 269(13), 265(30), 239(3), 75(4) 
Alcohol sinapílico unido 
por enlaces ß-O-4  
(eritro y treo) 
 
 
Figura 3.11. Perfil de HPLC de los productos de la oxidación alcalina con nitrobenceno 
obtenidos de las paredes celulares de Marchantia polymorpha, mostrando la presencia de p-
hidroxibenzaldehído (H), vanillina (V) y siringaldehído (S). 
 
Tiempo (min)
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Los productos de tioacidolisis de Marchantia polymorpha (Tabla 3.2), una 
hepática, y, por lo tanto, planta basal terrestre perteneciente al grupo de las primeras 
colonizadoras de este medio, incluyen residuos procedentes de la degradación de los 
alcoholes p-cumarílico, coniferílico y sinapílico (Figuras 3.10 y 3.11), estos últimos en 
cantidades traza y los primeros en pequeña proporción (Tabla 3.12).  
Además de los tres alcoholes citados, procedentes de la rotura de enlaces ß-O-4 
de la fracción lineal de las ligninas, Marchantia polymorpha presenta también, 
procedentes de la degradación del mismo tipo de enlaces, residuos de 
coniferilaldehído y, procedentes de la degradación de enlaces O-4-terminales, restos 
de alcohol dihidroconiferílico, todos en cantidades traza (Tabla 3.12). 
Los resultados obtenidos por oxidación con nitrobenceno (Tabla 3.10) confirman 
los resultados de tioacidolisis. Fueron detectados restos de p-hidroxibenzaldehído, 
vanillina y siringaldehído (Figura 3.11). 
El hecho de que una hepática contenga grupos S, aunque sea en cantidades 







El musgo Physcomitrella patens, planta basal terrestre, no presenta estructuras 
derivadas de las ligninas tras la degradación de paredes por tioacidolisis (Tabla 3.12). 
Ni siquiera de las procedentes de los alcoholes p-cumarílico, coniferílico y sinapílico 
(Figura 3.9). 
Los resultados obtenidos de la oxidación alcalina con nitrobenceno reflejan la 
ausencia de vanillina y de siringaldehído pero presentan p-hidroxibenzaldehído (Figura 























Proporcionado por el Departamento de Biotecnología de la 
Escuela Técnica Superior de Ingenieros Agrónomos de la 
Universidad Politécnica de Madrid y obtenido en condiciones 
estériles como describen en Benito y Rodríguez-Navarro 
(2003). 
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Figura 3.12. Perfiles de la cromatografía de gases de los monómeros tioetilados (isómeros 
eritro y treo) que surgen de las estructuras aril-glicerol-β-aril éter (β-O-4), derivadas de los 









Figura 3.13. Perfil de HPLC de los productos de la oxidación alcalina con nitrobenceno 

























































Figura 3.14. Perfiles de la cromatografía de gases de los monómeros tioetilados (isómeros 
eritro y treo) que surgen de las estructuras aril-glicerol-β-aril éter (β-O-4), derivadas de los 













































l:     43º 11,247´ N 
L:  007º 53,392´ W 
Altitud:  453 mA Coruña 
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Figura 3.15. Espectros de masas de los monómeros tioetilados que surgen de las estructuras 
aril-glicerol-β-aril éter (β-O-4) derivadas de  los alcoholes p-cumarílico (a), coniferílico (b) y 
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Tabla 3.3. Productos de tioacidolisis del xilema de Isoetes fluitans, tiempos de retención en la 
cromatografía de gases, patrones de fragmentación, y unidad estructural en las ligninas de los 
que son derivados. 
 
Producto 
tioacidolisis tr (min) 
m/z 
(Intesidad relativa) 




418(11), 403(11), 357(16), 356(44), 





28,74 403(4), 295(8), 269(100), 235(6), 75(9), 73(18) 
Alcohol coniferílico 
unido por enlaces ß-O-4 
 
 
Figura 3.16. Perfil de HPLC de los productos de la oxidación alcalina con nitrobenceno 
obtenidos de las paredes celulares de Isoetes fluitans (A) e Isoetes histrix (B), mostrando la 
presencia de p-hidroxibenzaldehído (H), vanillina (V). 
Tiempo (min)













































Figura 3.17. Perfiles de la cromatografía de gases de los monómeros tioetilados (isómeros 
eritro y treo) que surgen de las estructuras aril-glicerol-β-aril éter (β-O-4), derivadas de los 





l:     42º 53,978´ N 
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Figura 3.18. Espectros de masas de los monómeros tioetilados (isómeros eritro y treo) que 
surgen de las estructuras aril-glicerol-β-aril éter (β-O-4) derivadas de  los alcoholes p-cumarílico 
(a), coniferílico (b) y sinapílico (c), en las ligninas del xilema de Isoetes histrix. 
 
m/z
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Tabla 3.4. Productos de tioacidolisis del xilema de Isoetes histrix, tiempos de retención en la 
cromatografía de gases, patrones de fragmentación, y unidad estructural en las ligninas de los 
que son derivados. 
 
Producto 
tioacidolisis tr (min) 
m/z 
(Intesidad relativa) 
Unidad estructural en 
las ligninas 
 
27,4 269(100), 73(46) Vanillina O-4-terminal 
 
35,2 418(1), 403(6), 295(6), 269(100), 235(12), 75(6), 73(18) 
Alcohol coniferílico unido 
por enlaces ß-O-4  
(eritro y treo) 
 
36,8 448(2), 403(19), 325(8), 299(100), 269(28), 265(31) 
Alcohol sinapílico unido 
por enlaces ß-O-4  
(eritro y treo) 
 
37,9 417(5), 269(100), 73(61) 
Unidades estilbeno 




En Isoetes fluitans, un licopodio acuático, se han encontrado los productos de 
tioacidolisis resultantes de la rotura de enlaces ß-O-4 de las ligninas, procedentes del 
alcohol coniferílico (Figuras 3.14 y 3.15) y de la rotura de los enlaces O-4-terminales 
procedentes de coniferilaldehído (Tabla 3.3), ambos en cantidades importantes (Tabla 
3.12).  
Los resultados obtenidos por medio de la degradación con nitrobenceno (Figura 
3.20) muestran la importante presencia de vanillina, que corroboraría los resultados de 
tioacidolisis, y una menor cantidad de p-hidroxibenzaldehído (Tabla 3.14). 
Isoetes histrix es un licopodio del mismo género que Isoetes fluitans pero que 
presenta diferencias en cuanto a los productos de degradación obtenidos por 
tioacidolisis (Tabla 3.4). No solo aparecieron unidades de los alcoholes coniferílico y 
sinapílico procedentes de la rotura de enlaces ß-O-4 (Figuras 3.17 y 3.18), sino 
también restos procedentes de enlaces O-4-terminales en los que participaban la 
vanillina, y del estilbeno.  
La oxidación con nitrobenceno proporció resultados similares en las dos 
especies de Isoetes (Figura 3.16). En ambas se detectó p-hidroxibenzaldehído y 
vanillina, pero en ninguna siringaldehído como podría ser esperado, en el caso de 






























      PTERIDOPHYTA 
 
 
Figura 3.19. Perfiles de la cromatografía de gases de los monómeros tioetilados (isómeros 
eritro y treo) que surgen de las estructuras aril-glicerol-β-aril éter (β-O-4), derivadas de los 
alcoholes p-cumarílico(A), coniferílico (B) y sinapílico (C), en las ligninas del xilema de 
Equisetum telmateia. 
Sabón (Arteixo) 
l:     43º 19,417´ N 
L:  008º 29,911´ W 
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Figura 3.20. Espectros de masas de los monómeros tioetilados que surgen de las estructuras 
aril-glicerol-β-aril éter (β-O-4) derivadas de  los alcoholes p-cumarílico (a), coniferílico (b) y 
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Tabla 3.5. Productos de tioacidolisis del xilema de Equisetum telmateia, tiempos de retención 
en la cromatografía de gases, patrones de fragmentación, y unidad estructural en las ligninas 
de los que son derivados. 
 
Producto 
tioacidolisis tr (min) 
m/z 
(Intesidad relativa) 





296(2), 281(22), 235(100), 204(52), 












32,9 295(4), 269(100), 235(13), 75(13), 73(27) 
Alcohol coniferílico unido 
por enlaces ß-O-4  
(eritro y treo) 
 
Figura 3.21. Perfil de HPLC de los productos de la oxidación alcalina con nitrobenceno 
obtenidos de las paredes celulares de Equisetum telmateia, mostrando la presencia de p-
hidroxibenzaldehído (H), vanillina (V).  
 
La tioacidolisis de las paredes del esfenófito Equisetum telmateia reveló la 
presencia de residuos de alcohol coniferílico procedentes de la degradación de 
enlaces ß-O-4 (Figuras 3.19 y 3.20) y también alcohol coniferílico y coniferilaldehído 
procedentes de la rotura de los enlaces O-4-terminales (Tabla 3.5). 
Como productos de la degradación alcalina con nitrobenceno se obtuvieron p-
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Figura 3.22. Perfiles de la cromatografía de gases de los monómeros tioetilados (isómeros 
eritro y treo) que surgen de las estructuras aril-glicerol-β-aril éter (β-O-4), derivadas de los 
alcoholes p-cumarílico(A), coniferílico (B) y sinapílico (C), en las ligninas del xilema de 
Ceratopteris thalictroides. 
Adquirido en Don Perro, un establecimiento especializado en 











































Figura 3.23. Espectros de masas de los monómeros tioetilados que surgen de las estructuras 
aril-glicerol-β-aril éter (β-O-4) derivadas de  los alcoholes p-cumarílico (a), coniferílico (b) y 
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Tabla 3.6. Productos de tioacidolisis del xilema de Ceratopteris thalictroides, tiempos de 
retención en la cromatografía de gases, patrones de fragmentación, y unidad estructural en las 
ligninas de los que son derivados. 
 
Producto 
tioacidolisis tr (min) 
m/z 
(Intesidad relativa) 
Unidad estructural en 
las ligninas 
 
35,2 418(1), 403(4), 295(9), 269(100), 235(11), 75(5), 73(14) 
Alcohol coniferílico unido 
por enlaces ß-O-4  
(eritro y treo) 
 
37,9 417(6), 269(100) 
Unidades estilbeno 
derivadas del alcohol 
coniferílico 
 
Figura 3.24. Perfil de HPLC de los productos de la oxidación alcalina con nitrobenceno 
obtenidos de las paredes celulares de Ceratopteris thalictroides (A) y C. cornuta (B), mostrando 















































Figura 3.25. Perfiles de la cromatografía de gases de los monómeros tioetilados (isómeros 
eritro y treo) que surgen de las estructuras aril-glicerol-β-aril éter (β-O-4), derivadas de los 







































Adquirido en Don Perro, un establecimiento especializado en 
plantas de acuario en A Coruña. 
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Figura 3.26. Espectros de masas de los monómeros tioetilados que surgen de las estructuras 
aril-glicerol-β-aril éter (β-O-4) derivadas de  los alcoholes p-cumarílico (a), coniferílico (b) y 
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Tabla 3.7. Productos de tioacidolisis del xilema de Ceratopteris cornuta, tiempos de retención 
en la cromatografía de gases, patrones de fragmentación, y unidad estructural en las ligninas 
de los que son derivados. 
 
Producto 
tioacidolisis tr (min) 
m/z 
(Intesidad relativa) 
Unidad estructural en 
las ligninas 
 
33,9 388(4),265(29), 239(100) 
Alcohol p-cumarílico 
unido por enlaces ß-O-4 
(eritro y treo) 
 
35,2 403(2), 295(6), 269(100), 235(9), 75(4), 73(12) 
Alcohol coniferílico unido 
por enlaces ß-O-4  
(eritro y treo) 
 
35,4 283(100), 222(81), 192(13), 135(56), 73(36) 
Coniferilaldehído unido 
por enlaces ß-O-4 
 
36,8 403(3), 325(10), 299(100), 269(15), 265(23), 239(3), 75(6), 73(17) 
Alcohol sinapílico unido 
por enlaces ß-O-4  
(eritro y treo) 
 
37,9 417(17), 269(100), 73(15) 
Unidades estilbeno 
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Chelo (Coirós) 
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Figura 3.27. Perfiles de la cromatografía de gases de los monómeros tioetilados (isómeros 
eritro y treo) que surgen de las estructuras aril-glicerol-β-aril éter (β-O-4), derivadas de los 
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Figura 3.28. Espectros de masas de los monómeros tioetilados que surgen de las estructuras 
aril-glicerol-β-aril éter (β-O-4) derivadas de  los alcoholes p-cumarílico (a), coniferílico (b) y 
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Tabla 3.8. Productos de tioacidolisis del xilema de Phyllitis scolopendrium, tiempos de 
retención en la cromatografía de gases, patrones de fragmentación, y unidad estructural en las 
ligninas de los que son derivados. 
 
Producto 
tioacidolisis tr (min) 
m/z 
(Intesidad relativa) 





296(1), 281(8), 235 (12), 204(9), 








31,6 239(100), 205(8), 75(6), 73(21) 
Alcohol p-cumarílico 
unido por enlaces ß-O-4 
(eritro y treo) 
 




32,9 295(3), 269(100), 235(7), 75(5), 73(17) 
Alcohol coniferílico unido 
por enlaces ß-O-4  
(eritro y treo) 
 
33,1 283(27), 222(100), 192(37), 135(76), 75(8) 
Coniferilaldehído unido 
por enlaces ß-O-4 
 
35,4 269(100), 73(31) 
Unidades estilbeno 
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Figura 3.29. Perfiles de la cromatografía de gases de los monómeros tioetilados (isómeros 
eritro y treo) que surgen de las estructuras aril-glicerol-β-aril éter (β-O-4), derivadas de los 





















































Figura 3.30. Espectros de masas de los monómeros tioetilados que surgen de las estructuras 
aril-glicerol-β-aril éter (β-O-4) derivadas de  los alcoholes p-cumarílico (a), coniferílico (b) y 
















































































Tabla 3.9. Productos de tioacidolisis del xilema de Dryopteris affinis, tiempos de retención en la 
cromatografía de gases, patrones de fragmentación, y unidad estructural en las ligninas de los 
que son derivados. 
 
Producto 
tioacidolisis tr (min) 
m/z 
(Intesidad relativa) 
Unidad estructural en 
las ligninas 
 








26,6 269(100), 239(5) Vanillina O-4-terminal 
 




31,6 265(13), 239(100), 205(20), 75(55), 73(93) 
Alcohol p-cumarílico 
unido por enlaces ß-O-4 
(eritro y treo) 
 
32,6 
418(), 356(3), 327(3), 295(15), 





33,0 295(4), 269(100), 235(8), 75(4), 73(15) 
Alcohol coniferílico unido 
por enlaces ß-O-4  
(eritro y treo) 
 
33,1 418(1), 403(), 283(22), 222(100), 192(20), 135(53), 75(11), 73(33) 
Coniferilaldehído unido 
por enlaces ß-O-4 
 
35,3 269(100), 73(24) 
Unidades estilbeno 
















































        PTERIDOPHYTA
 
Figura 3.31. Perfiles de la cromatografía de gases de los monómeros tioetilados (isómeros 
eritro y treo) que surgen de las estructuras aril-glicerol-β-aril éter (β-O-4), derivadas de los 





l:     43º 15,871´ N 
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Figura 3.32. Espectros de masas de los monómeros tioetilados que surgen de las estructuras 
aril-glicerol-β-aril éter (β-O-4) derivadas de  los alcoholes p-cumarílico (a), coniferílico (b) y 
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Tabla 3.10. Productos de tioacidolisis del xilema de Pteridium aquilinum, tiempos de retención 
en la cromatografía de gases, patrones de fragmentación, y unidad estructural en las ligninas 
de los que son derivados. 
 
Producto 
tioacidolisis tr (min) 
m/z 
(Intesidad relativa) 
Unidad estructural en 
las ligninas 
 




26,6 269(100), 239(30), 73(88) Vanillina O-4-terminal 
 




31,6 388(1), 265(5), 239(100), 205(10), 75(10), 73(26) 
Alcohol p-cumarílico 
unido por enlaces ß-O-4 
(eritro y treo) 
 




33,0 295(3), 269(100), 235(12), 75(4), 73(14) 
Alcohol coniferílico unido 
por enlaces ß-O-4  
(eritro y treo) 
 
33,1 418(), 403(), 283(27), 222(100), 192(18), 135(67), 75(20), 73(35) 
Coniferilaldehído unido 
por enlaces ß-O-4 
 
35,3 269(100), 73(32) 
Unidades estilbeno 
derivadas del alcohol 
coniferílico 
 
Ceratopteris thalictroides es un filicófito acuático en cuyas paredes degradadas 
por tioacidolisis apareció como producto derivado de la rotura de los enlaces ß-O-4 de 
las ligninas los silil derivados del alcohol coniferílico (Figuras 3.22 y 3.23) y las 
unidades estilbeno derivadas del mismo (Tabla 3.6). 
La degradación por nitrobenceno de sus paredes celulares reveló la presencia 



































                                                                                                                    Resultados y discusión 
137 
 
Figura 3.33. Perfil de HPLC de los productos de la oxidación alcalina con nitrobenceno 
obtenidos de las paredes celulares de Phyllitis scolopendrium (A), Dryopteris affinis (B) y 
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Aunque Ceratopteris coruna es del mismo género que Ceratopteris thalictroides, 
los productos que se obtienen de la degradación de sus paredes por tioacidolisis son 
diferentes. Ceratopteris cornuta contiene los alcoholes p-cumarílico, coniferílico y 
sinapílico (Figuras 3.25 y 3.36), con similares proporciones de los dos últimos y 
apareciendo cantidades traza del primero (Tabla 3.12). Además, fueron encontrados 
restos derivados del coniferilaldehído que al igual que los anteriores proceden de la 
rotura de enlaces ß-O-4 y unidades estilbeno procedentes del alcohol coniferílico 
(Tabla 3.7). 
La degradación con nitrobenceno (Figura 3.24) reveló la presencia de p-
hidroxibenzaldehído, vanillina y siringaldehído en total concordancia con los resultados 
obtenidos por tioacidolisis y en proporciones equiparables (Tabla 3.13). 
Los resultados de la tioacidolisis del filicófito Phyllitis scolopendrium revelaron la 
presencia en sus paredes de los alcoholes p-cumarílico y coniferílico (Figuras 3.27 y 
3.28), aunque el primero en cantidades no cuantificables (Tabla 3.12), y del aldehído 
coniferílico, procedentes todos ellos de la degradación de enlaces ß-O-4 (Tabla 3.8). 
También se detectaron restos derivados del alcohol y del aldehído coniferílicos, 
procedentes de la rotura de enlaces O-4-terminales así como unidades estilbeno 
(Tabla 3.12). 
Los resultados de la oxidación con nitrobenceno (Tabla 3.13) confirmaron 
totalmente los obtenidos por tioacidolisis ya que fueron detectados p-
hidroxibenzaldehído y vanillina (Figura 3.33). 
Dryopteris affinis también es un filicófito y la tioacidolisis de sus paredes 
celulares reveló que sus ligninas contienen cantidades muy importantes (Tabla 3.12) 
de los alcoholes p-cumarílico y coniferílico (Figuras 3.29 y 3.30) así como 
coniferilaldehído procedente, como los anteriores de la rotura de enlaces ß-O-4. 
También se encontraron productos de la rotura de enlaces O-4-terminales que revelan 
la presencia de alcohol y aldehído coniferílico, alcohol dihidroconiferílico y vanillina, y 
también estructuras estilbeno (Tabla 3.19).  
La oxidación con nitrobenceno de sus paredes confirmó también los resultados 
de tioacidolisis al ser encontrado p-hidroxibenzaldehído y vanillina (Tabla 3.13 y Figura 
3.33). 
Pteridium aquilinun, filicófito, tiene ligninas similares a las de Dryopteris affinis, 
en la tioacidolisis de sus paredes fueron encontrados productos (Tabla 3.10) que 
ponen de manifiesto la presencia en sus ligninas de los alcoholes p-cumarílico y 
coniferílico (Figuras 3.31 y 3.32) así como el coniferilaldehído procedentes de la rotura 
de enlaces ß-O-4 (Tabla 3.10) en cantidades importantes (Tabla 3.12) y también 
residuos procedentes de la rotura de enlaces O-4-terminales que evidencian la 
presencia de los alcoholes coniferílico y dihidroconiferílico, vanillina y coniferilaldehído, 
así como unidades estilbeno (Tabla 3.10). 
La degradación de las paredes de Pteridium aquilinum con nitrobenceno 
evidencia la presencia de p-hidroxibenzaldehido y vanillina (Tabla 3.13 y Figura 3.33) 
en total concordancia con los resultados de tioacidolisis. 
 
 





Figura 3.34. Perfiles de la cromatografía de gases de los monómeros tioetilados (isómeros 
eritro y treo) que surgen de las estructuras aril-glicerol-β-aril éter (β-O-4), derivadas de los 
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Dehesa de Campoamor 
l:     37º 51,861´ N 
L:  000º 45,341´ W 
Altitud:  0 m 
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Figura 3.35. Espectros de masas de los monómeros tioetilados (isómeros eritro y treo) que 
surgen de las estructuras aril-glicerol-β-aril éter (β-O-4) derivadas de  los alcoholes p-cumarílico 
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Tabla 3.11. Productos de tioacidolisis del xilema de Posidonia oceanica, tiempos de retención 
en la cromatografía de gases, patrones de fragmentación, y unidad estructural en las ligninas 
de los que son derivados. 
 
Producto 
tioacidolisis tr (min) 
m/z 
(Intesidad relativa) 
Unidad estructural en 
las ligninas 
 
27,3 296(33), 235 (100), 204(3), 131(77) Alcohol coniferílico O-4-terminal 
 
27,4 330(2), 315(2), 269(100), 239(9), 73(66) Vanillina O-4-terminal 
 




33,9 265(5), 239(100), 205(14), 75(2), 73(2) 
Alcohol p-cumarílico 
unido por enlaces ß-O-4 
(eritro y treo) 
 
35,2 418(), 403(3), 295(7), 269(100), 235(12), 75(2), 73(6) 
Alcohol coniferílico unido 
por enlaces ß-O-4  
(eritro y treo) 
 
35,4 418(4), 403(5), 283(47), 222(16), 192(22), 135(38), 75(14), 73(100) 
Coniferilaldehído unido 
por enlaces ß-O-4 
 
36,8 325(5), 299(100), 269(10), 265(11), 239(2), 75(1), 73(3) 
Alcohol sinapílico unido 
por enlaces ß-O-4  
(eritro y treo) 
 
36,9 433(3), 313(81), 252(100), 222(30), 135(14), 75(5) 
Sinapilaldehído unido por 
enlaces ß-O-4 
 
37,9 478(3), 463(3), 417(16), 269(95), 73(100) 
Unidades estilbeno 

















































Figura 3.36. Perfil de HPLC de los productos de la oxidación alcalina con nitrobenceno 
obtenidos de las paredes celulares de Posidonia oceanica, mostrando la presencia de p-
hidroxibenzaldehído (H), vanillina (V) y siringaldehído (S). 
 
 
La tioacidolisis de las paredes celulares de la angiosperma marina Posidonia 
oceánica puso de manifiesto la presencia en sus ligninas de los alcoholes p-
cumarílico, coniferílico y sinapílico (Figuras 3.34 y 3.35), de los aldehídos coniferílico y 
sinapílico, procedentes todos ellos de la rotura de enlaces ß-O-4, así como alcohol y 
aldehído coniferílicos y vanillina procedentes de la rotura de los enlaces O-4-terminales 
y unidades estilbeno (Tablas 3.11 y 3.12). 
La presencia de p-hidroxibenzaldehído, vanillina y siringaldehído entre los 
productos de la degradación por nitrobenceno (Figura 3.36), en proporciones muy 
similares, confirman los resultados de tioacidolisis (Tabla 3.13). 
 
II.2.1. Comparación entre especies 
 
Los resultados de la tioacidolisis de las paredes celulares revelaron la presencia 
inequívoca de ligninas para todas las especies estudiadas a excepción de las algas y 
del musgo Physcomitrella patens. Asimismo pusieron en evidencia que los productos 
más abundantes de la degradación de las paredes celulares de las especies vegetales 
estudiadas (Tabla 3.12) fueron los monómeros tioetilados (isómeros eritro y treo) 
(Figuras 3.7, 3.9, 3.10, 3.12, 3.14, 3.15, 3.17, 3.18, 3.19, 3.20, 3.22, 3.23, 3.25, 3.26, 
3.27, 3.28, 3.29, 3.30, 3.31, 3.32, 3.38 y 3.35) que surgen de las estructuras aril-
glicerol-β-aril éter (β-O-4) derivadas de las unidades G, típicas de las ligninas de 
gimnospermas, aunque los valores medidos para las mismas fueron muy diferentes, 
entre los diferentes grupos y entre especies del mismo grupo. La presencia de 
Tiempo (min)
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unidades S es irregular y no sigue un patrón claro. Aparecen en Marchantia 
polymorpha (hepática) en cantidades traza, Isoetes histrix y Selaginella martensii 
(licopodios), Ceratopteris cornuta (filicófito) y Posidonia oceanica (angiosperma 
acuática) mientras que no lo hacen en Isoetes fluitans (licopodio), Equisetum telmateia 
(esfenófito) y Ceratopteris thalictroides, Phyllitis scolopendrium, Dryopteris affinis y 
Pteridium aquilinum (filicófitos). Las unidades H aparecen también de forma irregular, 
están presentes en Posidonia oceanica, en todos los filicófitos a excepción de 
Ceratopteris thalictroides, en Selaginella marténsii y en Marchantia polymorpha y no 
están presentes en el resto de las especies. 
También mostraron que los monómeros unidos por enlaces aril-glicerol-β-aril 
éter derivados del coniferilaldehído están presentes solo en la angiosperma P. 
oceanica, en los helechos más evolucionados - Ceratopteris cornuta, Phyllitis 
scolopendrium, Dryopteris affinis y Pteridium aquilinum - pertenecientes al grupo de los 
filicófitos, en el licófito Selaginella martensii y en la hepática Marchantia polymorpha 
(Tabla 3.12). Los monómeros unidos por enlaces β-O-4 derivados del sinapilaldehído 
están presentes en la única angiosperma estudiada Posidonia oceanica y en el licófito 
Selaginella martensii (Tabla 3.12). 
 
Tabla 3.12. Productos de degradación obtenidos por tioacidolisis de las paredes celulares de 
las especies vegetales estudiadas. Los valores se dan en corriente iónica total (TIC) x 10-8 mg-1 
pared celular. Est: estructuras estilbeno; CAlc: alcohol coniferílico; CAld: coniferilaldehído; SAlc: 
alcohol sinapílico; SAld: sinapilaldehído; CmAlc: alcohol p-cumarílico; DHCA: alcohol 
dihidroconiferílico; V: vanillina; Tr: cantidades traza. La desviación estándar de los valores se 




CAlc CAld SAlc SAld CmAlc
Est 
CAlc CAld DHCA V 
1 M. stellatus - - - - - - - - - - 
2 U. rigida - - - - - - - - - - 
3 C. baccata - - - - - - - - - - 
4 M. polymorpha 10,94 Tr Tr - 1,88 - - - Tr - 
5 P. patens - - - - - - - - - - 
6 I. fluitans 49,76 - - - - - - 0,49 - - 
7 I. histrix 13,90 - 5,15 - - Tr - - - Tr 
8 E. telmateia 8,08 - - - - - Tr Tr - - 
9 C. thalictroides 12,90 - - - - Tr - - - - 
10 C. cornuta 25,61 Tr 23,96 - Tr Tr - - - - 
11 P. scolopendrium 36,22 Tr - - Tr Tr 1,48 Tr - - 
12 D. affinis 153,53 7,45 - - 5,43 9,17 8,55 1,69 2,69 3,99 
13 P. aquilinum 192,50 5,53 - - 6,01 4,71 12,88 4,46 - 4,80 
14 P. oceanica 14,79 4,70 30,51 Tr 3,84 Tr Tr - - Tr 
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En ninguna de las muestras ensayadas se encontró ácido ferúlico o ácido p-
cumárico cuyos ésteres polisacarídicos se han descrito como centros de nucleación de 
la lignificación (Ralph y cols. 1995). 
Los análisis de tioacidolisis no revelaron cantidades importantes de unidades O-
4-terminales (Tabla 3.12), solo los filicófitos Dryopteris affinis y Pteridium aquilinum y el 
licófito Selaginella martensii presentan cantidades significativas de estas unidades, 
principalmente aquellas derivadas del alcohol coniferílico, siendo menores las 
cantidades de coniferilaldehído y de vanillina. Junto a ellas, en Dryopteris affinis y en 
Selaginella martensii se observó la presencia de la unidad O-4-terminal derivada del 
alcohol dihidroconiferílico (DHCA) (Tabla 3.12), un monómero típico de las ligninas de 
las gimnospermas (Lapierre y cols. 1995, Gómez-Ros y cols. 2007b). 
Con la excepción de la vanillina, que puede surgir del coniferilaldehído mediante 
una reacción de tipo aldol en la pared celular (Kim y cols. 2002), el resto de las 
unidades O-4-terminales presentes en esta fracción de las ligninas merecen una 
atención especial. La mayoría de estas estructuras son centros de nucleación 
(iniciación) del crecimiento de las ligninas, ya que éstas sólo pueden surgir del 
acoplamiento de un radical β de un monolignol con el radical O-4 de una unidad 
terminal (Durbeej y Eriksson 2003). En otras palabras, estas unidades O-4-terminales 
actúan como centros de nucleación a los cuales los radicales β de los monolignoles se 
añaden en pasos sucesivos, permitiendo así a la red de ligninas crecer por adiciones 
sucesivas de los radicales β (Durbeej y Eriksson 2003). Sin embargo, el crecimiento 
lineal del polímero de lignina no es infinito ya que los sitios para la adición de los 
radicales β de los monolignoles pueden llegar a saturarse (Gabaldón y cols. 2006). 
Los resultados de la oxidación con nitrobenceno aparecen reflejados en la tabla 
3.13 y, cualitativamente, no son muy diferentes de los obtenidos por tioacidolisis 
(Tabla 3.15) siempre que se tenga en consideración lo anteriormente indicado sobre la 
tendencia a la sobreestimación de las cantidades de p-hidroxibenzaldehído 
procedentes de la liberación de productos similares al alcohol p-cumarílico. 
Teniendo esto en cuenta se pueden formular las observaciones y comparaciones 
que a continuación se indican. 
En las tres algas estudiadas Mastocarpus stellatus, Cystoseira baccata y Ulva 
rígida aparecen solo pequeñas cantidades de p-hidroxibenzaldehído, lo que en 
principio podría ser interpretado como indicativo de la presencia de unidades H 
procedentes de ligninas, pero que a la vista de los resultados de tioacidolisis parece 
más apropiado atribuirlos a la liberación de compuestos fenólicos con un esqueleto 
aromático similar a los grupos H.  
Una situación parecida se puede describir para el musgo Physcomitrella patens, 
con nulos resultados también en la tioacidolisis y mínimas cantidades de p-
hidroxibenzaldehído en la oxidación con nitrobenceno.   
De la hepática Marchantia polymorpha se obtuvieron, por oxidación con 
nitrobenceno, los tres compuestos buscados, p-hidroxibenzaldehído, vanillina y 
siringaldehído, en total coincidencia con los resultados de tioacidolisis, lo que implica 
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que esta planta basal terrestre, considerada de las primeras colonizadoras de la tierra, 
contiene ligninas y en ellas hay unidades H, G y S.  
Los resultados obtenidos con los licopodios Isoetes fluitans e Isoetes histrix 
fueron contradictorios, la oxidación con nitrobenceno produjo vanillina, en proporciones 
muy parecidas a las obtenidas para el alcohol coniferílico en la tioacidolisis. Esto 
confirmaría la presencia de unidades G en las ligninas de ambas especies. Pero, 
mientras en la oxidación con nitrobenceno no se obtuvieron resultados positivos para 
el siringaldehído, la tioacidolisis sí los ofreció para el alcohol sinapílico (en el caso de 
Isoetes histrix), con lo que se podría dudar de la presencia de unidades S, si no fuese 
porque la tioacidolisis es considerada una prueba con resultados concluyentes. 
También se podría dudar de la presencia de unidades H, dados los resultados de 
tioacidolisis y a pesar de ser positivos en la oxidación con nitrobenceno. 
Equisetum telmateia ofreció resultados claros para los grupos G, presentes en 
ambas degradaciones. En la oxidación con nitrobenceno también se liberaron 
unidades H que no aparecieron en la tioacidolisis. 
 
Tabla 3.13. Productos de oxidación alcalina con nitrobenceno obtenidos de las paredes 
celulares de las especies vegetales estudiadas. 
 













1 M. stellatus 0,15 ± 0,04 - - 0,15 ± 0,04 100/0/0 
2 C. baccata 0,06 ± 0,01 - - 0,06 ± 0,01 100/0/0 
3 U. rigida 0,09 ± 0,09 - - 0,09 ± 0,09 100/0/0 
4 M. polymorpha 1,72 ± 0,04 3,85 ± 0,09 0,31 ± 0,05 5,88 ± 0,18 29/66/5 
5 P. patens 0,07 ± 0,01 - - 0,07 ± 0,01 100/0/0 
6 I. fluitans 0,66 ± 0,03 5,16 ±  0,23 - 5,82 ± 0,25 11/89/0 
7 I. histrix 0,17 ± 0,02 1,82 ± 0,52 - 1,99 ± 0,49 8/92/0 
8 E. telmateia 0,16 ± 0,02 0,41 ± 0,04 - 0,57 ± 0,06 28/72/0 
9 C. thalictroides 0,26 ± 0,01 1,25 ± 0,08 - 1,51 ± 0,09 17/83/0 
10 C. cornuta 0,21 ± 0,06 1,85 ± 0,09 1,26 ± 0,19 3,32 ± 0,22 6/56/38 
11 P. scolopendrium 0,21 ± 0,05 1,19 ± 0,01 - 1,40 ± 0,06 15/85/0 
12 D. affinis 0,20 ± 0,06 10,62 ± 0,28 - 10,82 ± 0,35 2/98/0 
13 P. aquilinum 0,18 ± 0,16 22,32 ± 0,90 - 22,50 ± 1,05 1/99/0 
14 P. oceanica 0,30 ± 0,14 1,36 ± 0,48 2,07 ± 1,06 3,72 ± 1,68 8/36/56 
p-HBA = p-hidroxibenzaldehído 
 
Los resultados obtenidos con los filicófitos, los helechos más evolucionados, 
Ceratopteris thalictroides, Ceratopteris cornuta, Phyllitis scolopendrium, Dryopteris 
affinis y Pteridium aquilinum fueron similares, cualitativamente, en ambas 
degradaciones para los cuatro últimos, los únicos productos de degradación 
encontrados fueron los que corresponden a las unidades G y H. No aparecieron 
unidades S. Los dos últimos fueron los que presentaron valores absolutos más altos 
para las unidades G, tanto en la oxidación con nitrobenceno como en la tioacidolisis. 
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De todos ellos, solo Ceratopteris cornuta presentó unidades S, en cantidades 
cuantitativamente importantes, y en ambos procesos de degradación. 
Ceratopteris thalictroides, solo liberó unidades G en la tioacidolisis mientras que 
el la oxidación con nitrobenceno dio resultados positivos para los grupos p-hidroxifenilo 
(H) en cantidades comparativamente importantes. 
La única angiosperma sometida a estudio, Posidonia oceanica, ofreció 
resultados idénticos por tioacidolisis y por oxidación con nitrobenceno. En ambos 
casos aparecieron claramente unidades H, G y S, con resultados bastante parecidos. 
Es de destacar la casi total coincidencia de los resultados obtenidos en la  
tioacidolisis y en la degradación con nitrobenceno. Se encontraron unidades guaiacilo 
(G), con ambas reacciones, en las mismas especies, Marchantia polymorpha, Isoetes 
fluitans, Isoetes histrix, Equisetum telmateia, Ceratopteris thalictroides, Ceratopteris 
cornuta, Phyllitis scolopendrium, Dryopteris affinis, Pteridium aquilinum y Posidonia 
oceanica.  
La única diferencia encontrada para las unidades siringilo (S) se produce en 
Isoetes histrix, que dió resultados positivos en tioacidolisis y no en nitrobenceno. En el 
resto de especies hay total coincidencia, Marchantia polymorpha, Ceratopteris cornuta 
y Posidonia oceanica. 
También hay coincidencia en la presencia de unidades p-hidroxifenilo (H). Los 
resultados de tioacidolisis fueron positivos para Marchantia polymorpha, Ceratopteris 
cornuta, Phyllitis scolopendrium, Dryopteris affinis, Pteridium aquilinum y Posidonia 
oceanica. Los resultados de nitrobenceno fueron positivos para todas las especies lo 
que, de alguna forma, confirmaría la posible sobreestimación que la oxidación con 
nitrobenceno obtiene para este residuo. 
  
II.3. Caracterización de ligninas mediante tioacidolisis y oxidación con 
nitrobenceno: Relaciones H/G/S 
 
La tioacidolisis es una técnica degradativa que rompe las ligninas por los enlaces 
β-O-4, que constituyen las uniones predominantes en éstas (Lapierre y cols. 1995), y 
cuya contribución puede variar entre un 50% en gimnospermas y el 80% en 
angiospermas (Ralph y cols. 2004). Por este motivo, la tioacidolisis solubiliza sólo la 
fracción de lignina no condensada (Anterola y Lewis 2002), localizada principalmente 
en las paredes celulares secundarias (Ruel y cols. 2002). 
Un análisis de la presencia de unidades G, S y H es fundamental para establecer 
el tipo de ligninas presentes en cada especie. Las ligninas en las que predominan las 
unidades G son consideradas típicas de gimnospermas, mientras que aquellas en las 
que predominan las unidades S son propias de angiospermas. Se parte de la idea, no 
avalada por estudios recientes, de que las ligninas de las plantas basales son 
similares a las de las gimnospermas. 
Un alto contenido en unidades H es típico de las ligninas de la pared celular 
primaria (Fukushima y Terashima 1991). Por el contrario, las ligninas de la pared 
celular secundaria están compuestas mayoritariamente de unidades G y S, con 
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predominancia de las uniones de tipo β-O-4, dando lugar a un polímero lineal 
(Terashima y Fukushima 1988, Chabannes y cols. 2001, Gómez-Ros y cols. 2007b). 
Sin embargo, en los tejidos vasculares, la mayor parte de la pared celular es de tipo 
secundario.  
Los resultados de la degradación por tioacidolisis (Tabla 3.12) y por oxidación 
con nitrobenceno (Tabla 3.13) nos permiten afirmar que las algas estudiadas 
(Mastocarpus stellatus, Cystoseira baccata y Ulva rigida) y el musgo Physcomitrella 
patens no contienen ligninas. El resto de las plantas sometidas a estudio sí las 
contienen. En las ligninas de las plantas basales se dá un claro predominio de las 
unidades G. 
Salvo en Selaginella martensii y en Ceratopteris cornuta la suma de unidades G 
y H representan más del 70% del total. En la mayoría de los casos esta suma supera 
el 90% del total. Esto nos permite afirmar que las ligninas de estas especies son las 
típicas de gimnospermas ya que, las ligninas de gimnospermas están compuestas 
típicamente de unidades G con una menor proporción de unidades H, mientras que en 
angiospermas las ligninas están formadas por niveles similares de unidades G y S 
(Gross 1980, Donaldson 2001). 
  
Tabla 3.14. Composición monomérica de las ligninas obtenida mediante tioacidolisis de las 
paredes celulares de las especies  estudiadas. 
 
 Especie Relación H/G/S (%) 
1 Mastocarpus stellatus 0/0/0 
2 Ulva rigida 0/0/0 
3 Cystoseira baccata 0/0/0 
4 Marchantia polymorpha 14/80/6 
5 Physcomitrella patens 0/0/0 
6 Isoetes fluitans 0/100/0 
7 Isoetes histrix 0/73/27 
8 Selaginella martensii 3/27/701 
9 Equisetum telmateia 0/100/0 
10 Ceratopteris thalictroides 0/100/0 
11 Ceratopteris cornuta 0/52/48 
12 Phyllitis scolopendrium 0/100/0 
13 Dryopteris affinis 3/97/0 
14 Pteridium aquilinum 3/97/0 
15 Posidonia oceanica 8/30/62 
1 Datos de Gomez Ros (2007a) 
 
Solo Selaginella martensii (un licopodio) y Ceratopteris cornuta (un filicófito 
acuático) tienen ligninas de tipo S, propias de angiospermas. Isoetes histrix (un 
licopodio próximo a Selaginella martensii) tiene ligninas que incluyen grupos siringilo 
(S), pero en menor proporción que la suma de G y H. 
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La única angiosperma sometida a estudio, la monocotiledónea marina Posidonia 
oceanica, dispone claramente de ligninas de tipo S, propias de angiospermas, ya que 
la suma de las unidades G y de las unidades S representan más del 90% del total. 
La comparación de los resultados obtenidos por tioacidolisis y por oxidación con 
nitrobenceno de la distribución de grupos H, G y S  en las ligninas (Tabla 3.15) ofrece 
resultados totalmente comparables siempre que se tenga en cuenta la, ya citada, 
sobreestimación de abundancia de grupos H que se produce al emplear el segundo de 
los métodos. Aún así, parecen métodos complementarios muy útiles para el estudio de 
la naturaleza de las ligninas. En general, se admite que la tioacidolísis es un método 
de gran sensibilidad que permite buenos resultados con muy poca cantidad de 
muestra, aunque su acción degradativa se vea limitada a los enlaces β-O-4 (Lapierre y 
cols. 1995). 
 
Tabla 3.15. Composición monomérica de las ligninas obtenida mediante oxidación con 
nitrobenceno (NBO) y tioacidolisis (TA) de las paredes celulares de las especies estudiadas. Tr: 
traza. 
 
H (%) G (%) S (%) 
 Especie 
NBO TA NBO TA NBO TA 
1 Mastocarpus stellatus 100 0 0 0 0 0 
2 Cystoseia baccata 100 0 0 0 0 0 
3 Ulva rigida 100 0 0 0 0 0 
4 Marchantia polymorpha 29 14 66 80 5 6 
5 Physcomitrella patens 100 0 0 0 0 0 
6 Isoetes fluitans 11 0 89 100 0 0 
7 Isoetes histrix 8 0 92 73 0 27 
8 Selaginella martensii 221 32 341 272 441 702 
9 Equisetum telmateia 28 0 72 100 0 0 
10 Ceratopteris thalictroides 17 0 83 100 0 0 
11 Ceratopteris cornuta 6 Tr 56 52 38 48 
12 Phyllitis scolopendrium 15 Tr 85 100 0 0 
13 Dryopteris affinis 2 3 98 97 0 0 
14 Pteridium aquilinum 1 3 99 97 0 0 
15 Posidonia oceanica 8 8 36 30 56 62 
1 Datos de Gros, 1980 
2 Datos de Gomez Ros, 2007a 
 
II.4. Caracterización de las ligninas: aproximación al grado de 
polimerización 
 
La tioacidolisis acoplada al análisis por GC-MS de la lignificación de las paredes 
celulares de las especies vegetales estudiadas reveló la ausencia total de ligninas en 
las algas (Mastocarpus stellatus, Cystoseira baccata y Ulva rigida) y el musgo 
(Physcomitrella patens) y cierta uniformidad en la composición monomérica de los 
                                                                                                                    Resultados y discusión 
149 
enlaces β-O-4 de las especies en las que los resultados fueron positivos. Por ejemplo, 
demostró la presencia de monómeros tioetilados (isómeros eritro y treo) derivadas de 
estructuras aril-glicerol-β-aril eter (β-O-4) derivadas no solo de unidades H y G, típicas 
de ligninas de gimnospermas, sino también, en cuatro de las especies estudiadas 
(Marchantia polymorpha, Isoetes histrix, Ceratopteris cornuta y Posidonia oceanica), 
de aril-glicerol-β-aril éter estructuras derivadas de unidades S, que son típicas de 
ligninas de angiospermas, coexistiendo en la mayoría de las especies con estructuras 
estilbeno derivadas del alcohol coniferílico. 
 
Tabla 3.16. Productos de degradación obtenidos por tioacidolisis de las paredes celulares de 
las especies vegetales estudiadas. Los valores se dan en corriente iónica total (TIC) x 10-8. Est: 
estructuras estilbeno; CAlc: alcohol coniferílico; CAld: coniferilaldehído; SAlc: alcohol sinapílico; 
SAld: sinapilaldehído; CmAlc: alcohol p-cumarílico; DHCA: alcohol dihidroconiferílico; V: 
vanillina; Tr: cantidades traza. La desviación estándar de los valores se encuentra dentro del 
5% del valor de la media. 
 
β-O-4 O-4-end  Especie 
CAlc CAld SAlc SAld CmAlc
Est 
CAlc CAld DHCA V 
1 Marchantia polymorpha 0,05 Tr Tr - 0,01 - - - Tr - 
2 Isoetes fluitans 0,51 - - - - - - 0,01 - - 
3 Isoetes histrix 0,05 - 0,02 - - Tr - - - Tr 
4 Equisetum telmateia 0,03 - - - - - Tr Tr - - 
5 Ceratopteris thalictroides 0,04 - - - - Tr - - - - 
6 Ceratopteris cornuta 0,09 Tr 0,08 - Tr Tr - - - - 
7 Phyllitis scolopendrium 0,12 Tr - - Tr Tr 0,01 Tr - - 
8 Dryopteris affinis 0,57 0,03 - - 0,02 0,03 0,03 0,01 0,01 0,01 
9 Pteridium aquilinum 0,64 0,02 - - 0,02 0,02 0,04 0,02 - 0,02 
10 Posidonia oceanica 0,31 0,02 0,56 Tr 0,05 Tr Tr - - Tr 
 
La tabla 3.17 incluye los resultados obtenidos en las especies en las que se 
detectó la presencia de ligninas. Salta a la vista, como principal característica, la casi 
universal presencia de estructuras aril-glicerol-β-aril éter derivadas del alcohol 
coniferílico, presentes en todas las especies, coniferilaldehído y alcohol p-cumarílico, 
ausentes en licófitos y esfenófitos (Isoetes y Equisetum). También muestra la 
presencia, de estructuras aril-glicerol-β-aril éter derivadas del sinapil alcohol, que 
fueron también observadas en todos los phylla, aunque de forma irregular. Mientras 
que las estructuras aril-glicerol-β-aril éter derivadas del sinapilaldehído fueron vistas 
solo en la angiosperma acuática estudiada (Posidonia oceanica). 
Los análisis por tioacidolisis en esas especies también revelaron pequeñas 
cantidades de monómeros O-4-terminales (Tabla 3.17), principalmente derivados del 
alcohol coniferílico, coniferilaldehído y vanillina (Tabla 3.17), que fueron encontrados 
en cantidades cuantificables en los filicófitos Dryopteris affinis  y Pteridium aquilinum, 
apareciendo en trazas de los mismos en el resto de las especies en las que fueron 
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detectados. Además, los análisis por tioacidolisis revelaron la ausencia de O-4-
dihidroconiferil alcohol terminal (DHCA) (Figura 3.39), un monómero de lignina típico 
de gimnospermas (Lapierre y cols. 1995).  
Como fue apuntado anteriormente, con la excepción de la vanillina, que puede 
aparecer del coniferilaldehído por medio de una reacción aldol en las paredes 
celulares (Kim y cols. 2002), se piensa que la mayor parte de los restantes grupos O-4 
terminales actúan como puntos de nucleación (iniciación) para el crecimiento de la 
lignina, porque pueden aparecer solo del acoplamiento en la posición β de un radical 
monolignol con las especies de radicales fenólicos en la posición O-4 (Durbeej y 
Eriksson LA 2003). Estos radicales fenólicos O-4 podrían actuar como puntos de 
nucleación para que radicales de monolignoles puedan ser añadidos en sucesivos 
pasos, que permitirian el crecimiento de la red de lignina por sucesivas adiciones 
radical-radical (Durbeej y Eriksson 2003). La escasez de residuos O-4 terminales en 
las especies estudiadas nos indicaría, por lo tanto, que sus ligninas tienen pocos 
entrecruzamientos o, lo que es lo mismo, están formadas por cadenas lineales muy 
largas. Otra posibilidad es que el grado de condensación de las mismas sea muy 
grande, que la tioacidolisis no haya conseguido romper este empaquetamiento y que, 
por ello, se haya subestimado el número de unidades O-4 terminales presentes. 
De acuerdo con este razonamiento, se puede esperar que la razón de 
monómeros unidos por enlaces β-O-4/monómeros O-4-terminales (Σ β-O-4/Σ O-4) 
refleje aproximadamente el grado de polimerización de la fracción lineal β-O-4 de las 
ligninas. 
 
II.5. La proporción entre monómeros Σβ-O-4/ΣO-4 terminal y la composición 
monomérica 
 
Cuando la proporción entre monómeros Σβ-O-4/ΣO-4 terminal de la fracción 
lineal de la lignina fue estudiada como función de la composición monomérica en este 
grupo de plantas terrestres diferencialmente evolucionadas, fue encontrada una 
relación estadísticamente significativa (r2 = 0,9282) entre esta proporción y la 
proporción S/G de las ligninas (Figura 3.41). En otras palabras, la proporción entre 
monómeros Σβ-O-4/ΣO-4 terminal se incrementa cuando se incrementa la proporción 
de unidades S, independientemente de la cantidad total de monómeros que participan 
en los enlaces β-O-4. Esta conclusión puede fácilmente ser confirmada por los datos 
aportados en la Tabla 3.18, que muestra que especies con similares cantidades totales 
de monómeros participantes en los enlaces β-O-4, contienen ligninas con las menores 
y mayores valores, respectivamente. 
Este resultado concuerda con nuestro conocimiento de la química de los 
radicales de alcohol sinapílico (Russell y cols. 1996): el único modo de acoplamiento 
de los radicales de alcohol sinapílico son los β-β y β-O-4, porque las únicas estructuras 
de resonancia posibles de los radicales de alcohol sinapílico son la RO4 y la Rβ. Como 
el modo de acoplamiento β-β es menos favorecido que el modo de acoplamiento β-O-4 
en el alcohol sinapílico a bajas concentraciones del radical (Russell y cols. 1996), casi 
                                                                                                                    Resultados y discusión 
151 
todos los recursos utilizados para la biosíntesis de ligninas son principalmente 
incorporados en polímeros ricos en enlaces β-O-4. Este razonamiento químico podría 
fácilmente explicar por que el uso de alcohol sinapílico para la biosíntesis de lignina 
permite a la fracción lineal alcanzar un máximo de proporción de monómeros Σβ-O-
4/ΣO-4 terminal independientemente de la cantidad total de monómeros que participan 
en los enlaces Σβ-O-4. En apoyo de un control puramente químico de la proporción de 
monómeros Σβ-O-4/ΣO-4 terminal de la fracción lineal de lignina, podría ser 
mencionado que dehidropolímeros terminales (DHPs terminales) preparados por 
copolimerización de alcoholes p-cumarílico y coniferílico (en una proporción molar 1:1), 
y de copolimerización de alcoholes p-cumarílico, coniferílico y sinapílico (en proporción 
molar 1:1:1) produjeron DHPs con proporciones Σβ-O-4/ΣO-4 terminal de 6 a 27 
(Jacquet y cols. 1997), que están en el rango de los encontrados in vivo (Figura 3.41). 
Estos resultados sugieren firmemente la existencia de un exclusivo y puramente 
químico control de la proporción de monómeros Σβ-O-4/ΣO-4 terminal de la fracción 
lineal de la lignina, en la que la disponibilidad y posterior incorporación de residuos S 
alarga consecuentemente la cadena lineal β-O-4. 
 
Tabla 3.17. Relaciones entre el tipo y la razón de los monómeros, así como razones entre los 
distintos tipos de enlaces presentes en las ligninas del xilema y de los cultivos celulares. 
 
 Muestra S/G Σβ-O-4 ΣO-4 Σβ-O-4/ΣO-4 
1 Marchantia polymorpha 0 0,062 0,0011 62 
2 Isoetes fluitans 0 0,511 0,010 51 
3 Isoetes histrix 0,37 0,070 0,0021 35 
4 Equisetum telmateia 0 0,030 0,0021 15 
5 Ceratopteris thalictroides 0 0,040 0,0011 40 
6 Ceratopteris cornuta 0,94 0,172 0,0011 172 
7 Phyllitis scolopendrium 0 0,122 0,012 10 
8 Dryopteris affinis 0 0,620 0,090 7 
9 Pteridium aquilinum 0 0,680 0,100 7 
10 Posidonia oceanica 2,06 0,971 0,0031 324 
1Valores aproximados 
 
El razonamiento anterior es válido para angiospermas (Gómez-Ros cols. 2007a). 
Sin embargo, es necesario ser cautos en la generalización del mismo a las especies 
basales de este estudio por su bajo, o nulo, contenido en residuos S. Estas especies 
se agrupan en el origen del eje x donde son representados los valores de la proporción 
S/G (Figura 3.41).  
Estos resultados sugieren la existencia de un control puramente químico del 
grado de polimerización de las ligninas, lo que indica que el grado de polimerización 
de la fracción lineal depende íntimamente de la composición de monómeros, y por lo 
tanto de la naturaleza química de los radicales derivados de los tres monolignoles 
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(alcoholes p-cumarílico, coniferílico y sinapílico), cuya eficacia ha sido finamente 
templada durante la evolución de las plantas vasculares terrestres. 
 
Figura 3.37. Dependencia del grado de polimerización estimado como la razón  Σ β-O-4/Σ O-4-
terminales de la razón S/G de la fracción lineal β-O-4 de las ligninas en las especies vegetales 
estudiadas. Las especies se numeran de acuerdo a la tabla 3.17. Las desviaciones estándar se 
encuentran ocultas por los símbolos. 
 
 
III. Estudio de la enzima peroxidasa 
 
III.1. La actividad peroxidasa 
 
Aunque las peroxidasas son enzimas distribuidas ubicuamente en todo el reino 
vegetal, su papel en los procesos de lignificación implica necesariamente que han de 
ser capaces de utilizar como substratos los monolignoles que polimerizados darán 
lugar a las ligninas. Dado que las ligninas son de tipo G o de tipo S, dependiendo del 
tipo de unidades que predominan en la constitución de las mismas, las peroxidasas se 
pueden clasificar de la misma forma en función del tipo de lignina que son capaces de 
polimerizar, denominándose guayacil-peroxidasa o siringil-peroxidasa. 
Como se ha indicado anteriormente, las ligninas presentes en las plantas 
vasculares terrestres son diferentes, en las de angiospermas predominan las unidades 
S mientras que en las de gimnospermas lo hacen las unidades G. Esta distinción no es 
absoluta ni excluyente ya que hay gimnospermas y licopodios que tienen ligninas con 
unidades S. Sería de gran importancia para la planta disponer de una peroxidasa 
capaz de oxidar tanto el alcohol coniferílico como el sinapílico lo que haría menos 
costoso el proceso de formación de las ligninas. Si esto fuese así, esta peroxidasa 
debería de haberse conservado durante toda la evolución vegetal. Para comprobar 
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actividad peroxidasa en el fluido intercelular de cinco de ellas (Isoetes fluitans, 
Equisetum telmateia, Phyllitis scolopendrium, Dryopteris affinis y Pteridium aquilinum). 
 
Tabla 3.18. Actividad peroxidasa medida en las diferentes especies estudiadas. Actividad 




Para poder conocer el tipo de peroxidasa presente en las especies estudiadas, y 
así saber el tipo de lignina que son capaces de sintetizar, se midió la actividad 
enzimática, con los cuatro substratos naturales, los alcoholes y aldehídos coniferílico y 
sinapílico, y con dos substratos artificiales, el 4MN y la siringaldazina (Tabla 3.1). 
Los resultados muestran que las peroxidasas extraídas oxidaron no solo el 
alcohol coniferílico y el coniferilaldehído, sino también el alcohol sinapílico y el 
sinapilaldehído (Tabla 3.1), independientemente de la presencia de unidades S en las 
correspondientes ligninas. Aparentemente, no mostraron restricciones estéricas 
durante la catálisis, ya que también fueron capaces de oxidar sustratos no fisiológicos, 
como la siringaldazina y el 4MN. 
Entre las algas, Mastocarpus stellatus no presenta actividad peroxidasa, Ulva 
rigida solo es capaz de oxidar al alcohol coniferílico (entre los substratos naturales), 
Actividad peroxidasa 








1 M. stellatus (A) --- --- --- --- --- --- 
2 U. rigida (A) --- --- 0,18 ± 0,13 --- --- 0,17 ± 0,09 
3 C. baccata (A) --- 0,53 ± 0,07 3,17 ± 0,20 7,07 ± 0,35 0,95 ± 0,11 0,16 ± 0,05 
4 M. polymorpha (A) 9,49 ± 1,89 35,56 ± 0,17 --- 18,53 ± 1,03 0,81 ± 0,34 3,74 ± 0,52 
5 P. patens (A) 1,41 ± 0,04 1,80 ± 1,24 1,75 ± 0,31 4,34 ± 0,50 1,09 ± 0,04 0,20 ± 0,13 
6 I. fluitans (A) 35,92 ± 0,52 54,56 ± 6,40 0,51 ± 0,15 22,90 ± 0,61 0,34 ± 0,03 0,17 ± 0,05 
7 I. fluitans (B) 5,49 ± 0,70 9,23 ± 1,22 --- 9,55 ± 1,31 --- 0,04 ± 0,02 
8 I. histrix (A) 0,16 ± 0,01 1,23 ± 0,06 --- 0,70 ± 0,17 --- --- 
9 S. martensii (A) 201,11 ± 29,961 956,02 ± 8,851 81,31 ± 1,991 798,98 ± 49,201 53,02 ± 6,101 --- 
10 E. telmateia (A) 36,45 ± 2,59 22,01 ± 0,88 0,20 ± 0,34 7,49 ± 0,59 1,61 ± 0,35 --- 
11 E. telmateia (B) 3,35 ± 0,34 9,31 ± 0,98 --- 11,46 ± 1,31 --- 0,23 ± 0,03 
12 C. thalictroides (A) 1,86 ± 0,33 7,90 ± 0,82 --- 4,00 ± 0,87 0,21 ± 0,01 0,09 ± 0,01 
13 C. cornuta (A) 12,10 ± 0,17 20,78 ± 2,38 0,23 ± 0,06 14,53 ± 0,42 --- 0,31 ± 0,11 
14 P. scolopendrium (A) --- 0,13 ± 0,03 --- --- --- 0,09 ± 0,01 
15 P. scolopendrium (B) 0,02 ± 0,002 0,19 ± 0,01 --- 0,22 ± 0,04 --- --- 
16 D. affinis (A) 0,54 ± 0,13 1,29 ± 0,01 0,54 ± 0,05 0,59 ± 0,09 --- --- 
17 D. affinis (B) --- --- 0,02 ± 0,01 0,02 ± 0,01 --- 0,03 ± 0,02 
18 P. aquilinum (A) 4,82 ± 0,01 12,86 ± 0,82 1,58 ± 0,36 10,59 ± 0,24 --- 0,54 ± 0,18 
17 P. aquilinum (B) 0,34 ± 0,02 2,05 ± 0,12 --- 2,90 ± 0,26 --- 0,11 ± 0,02 
20 P. oceanica (A) 47,88 ± 1,55 87,02 ± 3,09 2,99 ± 0,41 48,84 ± 0,80 0,32 ± 0,08 3,93 ± 0,23 
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siendo Cystoseira baccata (un alga parda) la única que presenta actividad con todos 
los substratos naturales. 
Entre las plantas terrestres basales, Marchantia polymorpha, una hepática que 
depende totalmente del agua y que forma parte del grupo de los más antiguos 
colonizadores de la tierra, es capaz de oxidar a todos los substratos excepto al alcohol 
sinapílico, mientras que Physcomitrella patens, un musgo, los oxida todos aúnque con 
bajos niveles de actividad enzimática. 
Los licófitos presentan actividades enzimáticas muy dispares, mientras que las 
dos especies de Isoetes tienen una actividad mucho menor que Sellaginella martensii 
que tiene la actividad más alta de entre todas las especies estudidadas. Los licófitos 
estudiados son, en general, capaces de oxidar todos los substratos naturales a 
excepción de Isoetes histrix que es incapaz de oxidar el alcohol y el aldehído 
sinapílicos. 
Por su parte, el esfenófito Equisetum telmateia es capaz de oxidar a todos los 
substratos naturales, mostrando mayor actividad junto a los grupos guaiacilo. 
Los filicófitos (verdaderos helechos) oxidan a los alcoholes y aldehídos 
coniferílicos y no lo hacen con el alcohol sinapílico, ni Ceratopteris thalictroides ni 
Phyllitis scolopendrium, ni con el sinapilaldehído, que solo es oxidado por Ceratopteris 
thalictroides. 
Los resultados obtenidos con la única angiosperma estudiada, Posidonia 
oceanica, son similares a los obtenidos con otras angiospermas, ya que las 
peroxidasas de esta especie son capaces de oxidar todos los substratos, fisiológicos y 
no fisiológicos. 
En algunos casos -y para algunos substratos- las actividades enzimáticas 
medidas con el fluido intercelular son superiores a las medidas en la fracción total 
(Equisetum telmateia, Phyllitis scolopendrium y Dryopteris affinis), lo que puede ser 
debido a la presencia de substancias, como por ejemplo diferentes compuestos de 
naturaleza fenólica, que interfieren con la medida de la actividad peroxidasa total. Este 
hecho puede significar que en las especies donde esto ocurre se está infravalorando el 
nivel de actividad enzimática. 
Es de destacar el hecho de que las algas Cystoseira baccata (Cystoseiraceae) y 
Ulva rigida (Ulvaceae), el licófito Isoetes fluitans (Isoetaceae), el esfenófito  Equisetum 
telmateia (Equisetaceae) y los filicófitos Dryopteris affinis (Driopteriaceae) y Pteridium 
aquilinum (Pteridiaceae) disponen de peroxidasas capaces de oxidar grupos siringilo 
(Tabla 3.1) a pesar de la ausencia de ligninas tipo S (Tabla 3.4). Resultados similares 
se han descrito para peroxidasas aisladas de las gimnospermas Picea abies 
(Marjamaa y cols. 2006), Cryptomeria japonica (L.F.) Don (Tsutsumi y cols. 1998), 
Picea sitchensis (McDougall 2001), Cupressus sempervirens (Cupressaceae), Thuja 
orientalis (Taxaceae) y Pinus halepensis (Pinaceae) (Gomez Ros y cols. 2007a), que 
mostraron peroxidasas capaces de oxidar grupos siringilo a pesar de la ausencia, o 
casi ausencia, de ligninas de tipo S. 
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Más de destacar es el hecho de que Physcomitrella patens un musgo de la 
familia Funariaceae, que no lignifica (Tabla 3.4), dispone de peroxidasas capaces de 
oxidar grupos siringilo y grupos guaiacilo (Tabla 3.1). 
Estos resultados muestran una irregular, pero amplia, distribución de las siringil-
peroxidasas en los grupos vegetales estudiados, lo que haría innecesaria la presencia 
de “una lanzadera” de alcohol coniferílico para oxidar las unidades S, tal como ha sido 
descrito por algunos autores (Takahama y cols. 1996). Por otra parte, algunas de las 
especies estudiadas, que no disponen de peroxidasas capaces de oxidar grupos 
siringilo sí tienen ligninas de tipo S. Tal es el caso de la hepática Marchantia 
polymorpha (Marchantiaceae) y del licófito Isoetes histrix (Isoetaceae), lo que apoyaría 
la hipótesis de la "lanzadera" de alcohol coniferílico descrita. A este respecto, en 
estudios recientes de nuestro laboratorio, se ha comprobado como la adición de 
alcohol coniferílico al medio de reacción, incrementaba la formación de polímeros de 
deshidrogenación del alcohol sinapílico en más de cinco veces (Novo Uzal, 
comunicación personal). 
La condición de angiosperma marina de Posidonia oceanica (Posidoniaceae) 
permitía predecir su capacidad para oxidar grupos siringilo y guaiacilo, y el tipo de 
ligninas de los que dispone (G/S) (Tabla 3.4). No obstante, los niveles de actividad 
enzimática medidos en esta especie son bajos.  
 
III.2. Patrón isoenzimático de peroxidasas 
 
La siringil-peroxidasa mejor caracterizada es la de Zinnia elegans, la cual ha sido 
purificada y clonada (Gabaldón y cols. 2005), habiéndose caracterizado también los 
polímeros que resultan de la oxidación del alcohol sinapílico por esta enzima 
(Gabaldón y cols. 2005). Por este motivo, se desarrolló un método rápido de búsqueda 
de isoenzimas homólogas a esta peroxidasa en las diferentes especies vegetales 
objeto de estudio. Las isoenzimas se analizaron por isoelectroenfoque (IEF), ya que el 
punto isoeléctrico, pI, está determinado por el balance entre los aminoácidos básicos y 
ácidos de una proteína, y refleja las semejanzas en la composición/proporción de 
aminoácidos de las isoenzimas. 
Los patrones de isoenzimas de la peroxidasa obtenidos por IEF en placa - en el 
que el enfoque de las proteínas tiene lugar por migración sobre la superficie del gel - 
(Figura 3.4) mostraron la dispar presencia de isoenzimas no sólo análogas 
(isoenzimas de movilidad similar en el IEF), sino también homólogas (isoenzimas de 
idéntica movilidad en el IEF) a la isoenzima básica de peroxidasa de Zinnia elegans. 
Así, peroxidasas homólogas a esta isoenzima básica se encontraron en la hepática 
Marchantia polimorpha (Marchantiaceae), el musgo Physcomitrella patens 
(Funariaceae), y los licófitos Isoetes histrix (Isoetaceae) y Selaginella martensii 
(Selaginellaceae). No aparecen en las algas, el resto de los helechos (esfenófitos y 
filicófitos) y la angiosperma marina (monocotiledónea). 
Con anterioridad se han encontrado peroxidasas homólogas a esta isoenzima 
básica en gimnospermas como Cycas revoluta, Ginkgo biloba, Araucaria heterophylla, 
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Cupressus sempervirens, Thuja orientalis, Taxus baccata, Pinus halepensis y Ephedra 
viridis y en el licófito Selaginella martensii (Gomez Ros y cols. 2007a), resultados que 
coinciden con la observación anterior de que las peroxidasas básicas constituyen la 
principal población de isoenzimas en algunas gimnospermas, como Araucaria 
araucana (Riquelme y Cardemil 1993), Picea abies (Koutaniemi y cols. 2005) y  Pinus 
sylvestris (Tarkka y cols. 2001). 
Isoenzimas homólogas a la peroxidasa de Zinnia elegans no sólo se encuentran 
en gimnospermas y licófitos, sino también en angiospermas. Se han encontrado en 
eudicotiledóneas como Magnolia grandiflora L.,  Betula pendula Roth, Populus alba, 
Citrus aurantium L., Catharantus roseus y Medicago sativa L.; y en monocotiledóneas 
como Dypsis lutescens Wendl., Juncus maritimus Lam, Dracaena draco, Narcissus 
tazetta L., Phalaenopsis amabilis (L.) Blume, Washingtonia filifera (Lindl.) Wendl y 
Asparagus setaceus (Kunth) Jessop (Gómez-Ros y cols. 2007b), entre otras. 
En las especies objeto de nuestro estudio, las peroxidasas básicas homólogas a 
las de Zinnia constituyen una minoría, están presentes, en los grupos más basales, en 
hepáticas, musgos y licófitos. Por el contrario están ausentes en el resto de los 
traqueófitos basales (esfenófitos y filicófitos) y en la angiosperma acuática. 
 
 
Figura 3.38. Isoelectroenfoque en equilibrio de la fracción soluble de las especes sometidas a 
estudio: Zinnia elegans (1), Mastocarpus stellatus (2), Ulva rigida (3), Cystoseira baccata (4), 
Marchantia polymorpha (5), Physcomitrella patens (6), Selaginella martensii (7), Isoetes fluitans 
(8), Isoetes histrix (9), Equisetum telmateia (10), Ceratopteris thalictroides (11), Ceratopteris 
cornuta (12), Phyllitis scolopendrium (13), Dryopteris affinis (14), Pteridium aquilinum (15) y 
Posidonia oceanica (16). La tinción fue realizada con 4MN y H2O2. La flecha indica la posición 
de las peroxidasas homólogas a la isoenzima básica de Zinnia elegans. 
 
En todos los grupos aparecen isoenzimas desde extremadamente ácidas hasta 
isoenzimas de punto isoeléctrico neutro, con variados y complejos patrones. 
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Las algas Mastocarpus stellatus y Cystoseira baccata presentan también 
isoformas de peroxidasa lo que puede ser considerado como una prueba más de la 
universal distribución de esta enzima. Es destacable también que en la especie 
Mastocarpus stellatus aparecen isoenzimas de peroxidasa, concretamente dos 
básicas que serían las responsables de la actividad detectada 
espectrofotométricamente. 
Si comparamos los resultados del IEF (Figura 3.4) con los de actividad 
enzimática (Tabla 3.1) podemos comprobar como Marchantia polymorpha tiene una 
isoenzima básica homóloga a la de Zinnia elegans pero no es capaz de oxidar el 
alcohol sinapílico aunque sí el sinapilaldehído; Physcomitrella patens y Selaginella 
martensii también tienen una isoenzima de igual pI y son capaces de oxidar tanto al 
alcohol sinapílico como al sinapilaldehído; por último, Isoetes histrix tiene la misma 
isoenzima y no es capaz de oxidar ni al alcohol sinapílico, ni al sinapilalaldehído. 
Es evidente que aún disponiendo de isoenzimas homólogas las capacidades 
oxidativas de las mismas con los distintos substratos son diferentes. La capacidad 
para oxidar alcohol sinapílico y sinapilaldehído está más ampliamente extendida -entre 
las especies objeto de nuestro estudio- que la presencia de isoenzimas básicas 
homólogas a la de Z. elegans. Así, solo Marchantia polymorpha, Physcomitrella patens 
y  Selaginella martensii presentan al mismo tiempo capacidad para oxidar los 
substratos citados y una isoenzima homóloga a la de Z. elegans.  
Varias especies (Cystoseira baccata, Ulva rigida, Isoetes fluitans, Equisetum 
telmateia, Ceratopteris thalictroides, Ceratopteris cornuta, Dryopteris affinis, Pteridium 
aquilinum y Posidonia oceanica) son capaces de oxidar uno, al menos, de los 
substratos citados, aún cuando no disponen de la isoenzima básica homóloga a la de 
Z. elegans, por lo que tal oxidación ha de ser catalizada por otra isoenzima. 
Al mismo tiempo en Isoetes histrix se dá la situación contraria, dispone de la 
isoenzima básica homóloga a la de Z. elegans pero no es capaz de oxidar, ni al 




Figura 3.39. Estructura de los tres monolignoles mostrando la situación de los grupos metoxilo 
que condicionan la posibilidad de unión al grupo prostético de la isoenzima de peroxidasa. (a) 
alcohol p-cumarílico, (b) alcohol coniferílico y (c) alcohol sinapílico. Las flechas señalan la 
posición de los grupos metoxilo. 
 
Con anterioridad se ha establecido (Ros Barceló y cols. 2004) que tanto las 
isoenzimas básicas como lás ácidas son capaces de oxidar alcohol coniferílico. Sin 
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embargo, esta situación no está tan clara en el caso del alcohol sinapílico. En este 
caso, las peroxidasas ácidas, con algunas excepciones (Christensen y cols. 1998), son 
vistas como pobres catalizadores. Esto estaría motivado por la exclusión de substrato 
del centro catalítico de la enzima originado por las dificultades estéricas de 
acoplamiento credadas por los grupos metoxilo del alcohol sinapílico (Figura 3.5) y los 
residuos I-138 y P-139 del sitio de unión del substrato a la enzima (Figura 3.6). La 
hélice D´, presente en la peroxidasa G de Arabidopsis thaliana está ausente de la 
peroxidasa S de Zinnia elegans y de todas las peroxidasas S descritas (Gomez-Ros y 
cols. 2007b). Este cambio, junto con otros, origina cambios estructurales en el centro 
catalítico que impiden al alcohol sinapílico el acoplamiento en el mismo. Por el 
contrario, la estructura de la enzima permite, en Z. elegans, un relajamiento del centro 
catalítico, lo que facilita el acceso de los grupos siringilo (que poseen dos 
substituyentes  metoxilo en las posiciones 3 y 5). Esta característica es propia de 
todas las peroxidasas de tipo S. 
Una posible explicación para los resultados obtenidos en las especies sometidas 
a estudio, puede ser que hay isoenzimas ácidas de peroxidasa que son capaces de 
oxidar alcohol sinapílico, a pesar de las posibles restricciones estéricas apuntadas, lo 




Figura 3.40. Hipotética estructura tridimensional de la ATP A2 peroxidasa de tipo G (a) y (c) y 
la peroxidasa de tipo S (b) y (d). Ambas peroxidasas muestran como característica común el 
posicionamiento invariable de las a-hélices, A, B, C, E, F, F´, H, I y J (en amarillo) pero también 
algunas diferencias significativas. En rojo aparece señalado el grupo prostético. Tomado de 
Ros Barceló y cols. 2007. 
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Por otra parte, en trabajos recientes (Novo Uzal 2008), se ha comprobado como 
suspensiones celulares de Ginkgo biloba modifican notablemente su patrón 
isoenzimático, lo que indica que se expresan genes que no lo hacen en el xilema de la 
planta (Figura 3.7). Se confirmaría que el genoma de las células de Ginkgo biloba, 
idéntico "in vivo" e "in vitro", se expresa de forma diferente dependiendo de las 
condiciones en las que se encuentra. Esto implicaría una fuerte regulación de la 
expresión de las peroxidasas y apoyaría la idea de la presencia de peroxidasas 
capaces de oxidar alcohol sinapílico, y por lo tanto con capacidad de producir 
unidades siringilo (S) en los procesos de lignificación, desde antes de que las plantas 
empezasen a producirlas. Lo que justificaría la presencia de las mismas en todos los 
grupos vegetales, desde las algas hasta las angiospermas más evolucionadas. 
 
 
Figura 3.41. Patrones de isoenzimas de peroxidasa obtenidos por IEF de la proteína 
extracelular de tallos (1) y de cultivos celulares (2) de Zinnia elegans (a), Ginkgo biloba (b) y 
Betula pendula (c); después de teñir con 4-MN y H2O2. La flecha señala las peroxidasas 
homólogas a la peroxidasa de Zinnia elegans. De Novo Uzal (2008).  
 
 
IV. Valoración integrada de la actividad peroxidasa y la lignificación 
 
La integración de los resultados ofrecidos hasta este momento permite hacer 
una serie de consideraciones que relacionen los que corresponden al estudio de las 
peroxidasas y aquellos que reflejan las características y composición de las ligninas. 
Todas las especies estudiadas, con excepción de las algas Mastocarpus 
stellatus y Ulva rigida presentan actividad peroxidasa capaz de oxidar alguno o todos 
los substratos naturales que se asume participan en el proceso de lignificación (Tabla 
3.1). Incluso el alga parda Cystoseira baccata oxida los alcoholes y aldehídos 
coniferílico y sinapílico. Esto se podría interpretar presumiendo que los mecanismos 
enzimáticos que participan en la lignificación están presentes en el mundo vegetal a lo 
largo de toda su historia evolutiva, incluso antes de colonizar la tierra y sin que 
sepamos a que se dedicaba ese mecanismo enzimático. 
Con anterioridad se ha descrito la existencia de actividad peroxidasa en algas 
del orden de las Charales (Bakalovic y cols. 2006). 
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Solo cuatro de las especies estudiadas (Marchantia polymorpha, Physcomitrella 
patens, Selaginella martensii e Isoetes histrix) presentan en su patrón enzimático 
(Figura 3.4) homólogos de la isoenzima básica de Zinnia elegans, única peroxidasa 
que esta angiosperma posee y que necesariamente está implicada en sus procesos de 
lignificación, de la que se sabe que es capaz de oxidar grupos siringilo y dar lugar así 
a ligninas de tipo S. 
Marchantia polymorpha, una hepática, planta basal considerada de las primeras 
colonizadoras de la tierra, que aún no se independizó totalmente del medio acuático,  
dispone de isoenzimas de peroxidasa (Figura 3.4)  ácidas y básicas (entre las que está 
la homóloga de la de Z. elegans) que no oxidan al alcohol sinapílico pero sí al 
sinapilaldehído (Tabla 3.1) y producen ligninas de tipo G (Tabla 3.16) en las que se 
encuentran unidades S (6% del total). 
Physcomitrella patens, un pequeño musgo, es capaz de oxidar todos substratos 
naturales y artificiales (Tabla 3.1) empleados con alguna de las isoenzimas de 
peroxidasa que posee (Figura 3.4) entre las que posee una básica homóloga a la de Z. 
elegans y, sin embargo, no lignifica (Tabla 3.16). 
Gómez-Ros y cols. (2007a) ha descrito con anterioridad las características del 
licófito Selaginella martensii. Tiene una importante actividad enzimática (Tabla 3.1) con 
todos los substratos naturales y con el 4MN y un patrón isoenzimático (Figura 3.4) que 
incluye a la peroxidasa básica homóloga a la de Zinnia elegans, y produce ligninas tipo 
S con un elevado porcentaje de unidades siringilo (Tabla 3.16). 
Isoetes histrix también es un licófito, próximo filogenéticamente a Selaginella 
martensii, dispone en su patrón enzimático de isoenzimas básicas (Figura 3.4), 
incluida la homóloga a la de Zinnia, que no es capaz de oxidar ni al alcohol ni al 
aldehído sinapílico (Tabla 3.1) y que, sin embargo, produce ligninas que, aunque 
debemos considerarlas de tipo G, tienen una elevada proporción (27%) de unidades S 
(Tabla 3.16). 
Por otra parte hay, entre las estudiadas, especies que son capaces de oxidar al 
alcohol sinapílico o al sinapilaldehído (Tabla 3.1) y que, sin embargo, no disponen de 
isoenzimas básicas (Figura 3.4) y que sus ligninas no contienen grupos siringilo (Tabla 
3.16). Tal es el caso de Isoetes fluitans, Equisetum telmateia, Ceratopteris 
thalictroides, Dryopteris affinis, Pteridium aquilinum y Posidonia oceanica. 
Hay además, una especie, Ceratopteris cornuta, que es capaz de oxidar al 
alcohol sinapílico (Tabla 3.1), que en sus ligninas contiene unidades S en proporción 
importante (Tabla 3.16) y que no dispone de ninguna isoenzima básica (Figura 3.4). 
Tanto las peroxidasas básicas como las ácidas son capaces de oxidar alcohol p-
cumarílico y coniferílico, pero, mientras las básicas son también capaces de oxidar 
alcohol sinapílico, las peroxidasas ácidas típicas, con algunas excepciones (Quiroga y 
cols. 2000), son en general vistas como pobres catalizadores con este substrato 
(Nielsen y cols. 2001). El papel real de cada isoenzima de peroxidasa en la biosíntesis 
de lignina está determinado por la posible acomodación del substrato al centro 
catalítico de la enzima (Kobayashi y cols. 2001) aunque la hidrofobicidad del substrato 
también ha de ser considerada (Kobayashi y cols. 2005). 
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Se sabe que las versátiles peroxidasas, con un amplio rango de especificidad de 
substrato para metabolitos p-hidroxifenilpropanoides (Tutschek 1979, Speicher y cols. 
2003), están localizadas en la pared primaria de hepáticas (Ishida y cols. 1985) y en 
los engrosamientos no lignificados de clorocitos, que los protegen del colapso de los 
hidrocitos adyacentes en los musgos (Wächter y cols. 1987).  
Los patrones de producción de peroxidasa (Figuras 3.1, 3.2 y 3.3), así como los 
de deposición de ligninas (Figuras 3.5, 3.6 y 3.7) de las especies estudiadas describen 
una evolución en los tejidos conductores de las mismas desde modelos más simples 
como en el caso de los licófitos, casi exclusivamente un cordón central formando una 
plectostela, a otros mucho más complejos como la eustela de Equisetum telmateia, o 
la dictiostela de Pteridium aquilinum, pero también, en algunos casos (Selaginella 
martensii o Pteridium aquilinum) que producen peroxidasas o lignifican fuera de los 
tejidos conductores, ya sea con fines defensivos o de sostén. Hay que tener en cuenta 
que tanto Selaginella como Pteridium son dos géneros que disponen en su xilema de 
vasos conductores, ya sea coexistiendo con traqueidas o como únicos elementos de 
sus tejidos conductores (Carlquist y Schneider 2001). 
En este contexto, la observación de que, en las plantas con flores, las 
peroxidasas de tipo S están potestativamente localizadas en los engrosamientos de 
las fibras lignificadas del xilema, que no están implicadas en el transporte (Ros Barceló 
y cols. 2000), parece representar una herencia de sus orígenes en células vivas no 
lignificadas de un linaje ancestral de plantas terrestres, un carácter enzimático que 
sobrevive en las gruesas paredes no lignificadas de células vivas de musgos.  
La expresión diferencial de las peroxidasas podría explicarse a través de 
cambios en la regulación transcripcional de la lignificación, principalmente en lo que 
afecta a los factores de transcripción (Patzlaff y cols. 2003, Newman y cols. 2004, 
Rogers y cols. 2005). Lo que motivaría que cada especie exprese diferentes 
isoenzimas con las evidentes repercusiones que esto tendría en los patrones de 
lignificación. 
Parece claro que la capacidad de sintetizar unidades S está latente en el xilema 
de varias de las especies estudiadas, pertenecientes a grupos muy diferentes y 
distantes desde el punto de vista filogenético. En todo caso estos resultados están de 
acuerdo con el hecho de que las peroxidasas capaces de oxidar los grupos siringilo 
están presentes desde las especies más ancestrales hasta las especies más 
evolucionadas (Gómez-Ros y cols. 2006; Ros Barceló y cols. 2007).  
Una consideración especial merece la confirmación de que la monocotiledónea 
marina Posidonia oceanica disponga de las ligninas típicas de angiospermas (Tabla 
3.16). 
La habilidad para sintetizar ligninas es considerada un paso crucial en la 
evolución de las plantas terrestres para conseguir rigidez para sus tejidos. Es 
destacable que esta característica haya sido retenida en angiospermas que han vuelto 
al mar, o que nunca lo han abandonado, mientras que otros organismos marinos como 
las macroalgas no contienen lignina (Klap y cols. 2000). 
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No carece de sentido preguntarse para que conserva la tan costosa maquinaria 
enzimática necesaria para la síntesis de ligninas una planta que no precisa de ella 
para su sostén y cual es la ventaja de tener inmovilizada una gran cantidad de 
carbono. 
Como consecuencia de su existencia sumergida, las plantas marinas a menudo 
tienen dificultad para mantener un balance positivo de carbón (Hemminga 1998). Esta 
sería ya una razón que justificaría el cese de la lignificación en las mismas. Además, 
ya ha transcurrido el tiempo suficiente (aproximadamente 100 millones de años) desde 
que estas plantas volvieron al mar, si es que alguna vez lo abandonaron, para 
adaptarse y cesar en su lignificación. Sin embargo Posidonia oceanica tiene ligninas. 
La presencia de ligninas reporta a la planta ventajas y desventajas. Proteje su 
sistema lacunal, sistema de canales que permite la difusión de oxigeno (Larkum y cols. 
1989), respuesta a infecciones microbianas como ha sido descrito en plantas 
terrestres (Amer y Drew 1980, Benner y cols. 1984, Matern y cols. 1995, Hawkins y 
Boudet 1996), pero también, por el contrario, pérdida de elasticidad (Brett y Waldron 
1990). 
El hecho de que las plantas marinas, tan abundantes como Posidonia oceanica 
que ocupa grandes extensiones de fondos marinos, tengan ligninas tiene importancia 
para la ecología marina en la que la lignina es usada como marcador para estudiar la 
deriva de plantas terrestres. En lugares donde abunden plantas marinas con lignina 
esto deja de ser apropiado (Klap y cols. 2000). 
Todo lo anteriormente indicado sugiere que las peroxidasas de tipo S no son tan 
excepcionales como previamente se había creído, ya que los motivos estructurales 
característicos de las mismas, aparecen en angiospermas, gimnospermas, helechos, 
licopodios, musgos y hepáticas. Su presencia precede no solo a la divergencia 
angiospermas-gimnospermas sino también a la radiación de los traqueófitos. Esta 
observación sugiere que los genes que codifican esas enzimas preceden a la 
aparición de las plantas vasculares (Gómez-Ros y cols. 2006, Duroux y Welinder, 
2003) y pueden ser contemporáneas de la adquisición de los primitivos sistemas de 
transporte de agua y nutrientes a corta distancia que coevolucionaron con musgos y 
hepáticas (Ligrone y cols. 2000). 
Como la principal característica de las peroxidasas S es la ausencia de 
restricciones estéricas en el punto de unión del substrato (Gabaldón y cols. 2006), 
estas observaciones apoyan la existencia de un modelo básico ancestral de 
arquitectura y función de la pared celular, que podría haber evolucionado antes de la 
divergencia evolutiva de briófitos, helechos y plantas con semillas (Gómez-Ros y cols. 
2006, Ligrone y cols. 2002), y que ha sido puesto a punto en respuesta a presiones 
evolutivas. En este modelo, las peroxidasas G constituyen el estado más 
evolucionado, como podría ser esperado de las restricciones que aparecen al 
aumentar la especificidad enzimática durante la evolución. 
Es necesario obtener más información sobre el papel fisiológico de las 
peroxidasas de tipo S, y estudiar los efectos de las supresiones antisentido de 
peroxidasas S en plantas transgénicas y sus efectos sobre las relaciones G/S y las 
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cantidades totales de ligninas, para establecer la importancia real de las peroxidasas S 
en la biosíntesis de ligninas de tipo S y las limitaciones que estas imponen para la 
evolución de las ligninas. 
 
 
V. Análisis de los resultados desde el punto de vista filogenético 
 
Zinnia elegans es una planta anual con flores que pertenece a la familia de las 
Asteráceas. Esta especie es ampliamente usada como modelo en los estudios de 
lignificación (Fukuda 1996), en primer lugar, debido a la simplicidad y la dualidad del 
patrón de lignificación que muestran los tallos y los hipocotilos y, en segundo lugar, 
debido a la naturaleza del complemento isoenzimático de la peroxidasa, que se 
encuentra casi completamente restringido a la presencia de una isoenzima de 
naturaleza básica (Gabaldón y cols. 2005) (Figura 1.13).  
El patrón de lignificación de Z. elegans es único en el sentido de que, en cierto 
estado del desarrollo, ofrece simultáneamente dos modelos de lignificación que se 
asemejan a lo que ocurre en las gimnospermas y las angiospermas. Así, en plantas de 
25/30 días, las ligninas del hipocotilo están principalmente compuestas de unidades 
guaiacilo/siringilo en una relación 42/58 (G/S), mientras que las ligninas del tallo 
contienen importantes cantidades de unidades p-hidroxifenilo, en una relación 
22/56/22 (H/G/S) (Ros Barceló y cols. 2004). Así, las unidades S predominan en el 
hipocotilo, mientras que las unidades G lo hacen en el tallo. En este aspecto, las 
ligninas del hipocotilo de Z. elegans son típicas de angiospermas, mientras que las 
ligninas del tallo se asemejan parcialmente a las gimnospermas, ya que el contenido 
H+G constituye el 78% de las unidades estructurales. Esta observación contrasta con 
el hecho de que en las raíces, los hipocotilos, los tallos y los cultivos celulares de Z. 
elegans se expresa la misma isoenzima de peroxidasa (López-Serrano y cols. 2004, 
Gabaldón y cols. 2005). Esta isoenzima de peroxidasa puede aislarse del medio de los 
cultivos celulares de Z. elegans, donde constituye aproximadamente el 40% del total 
de proteína secretada (Gabaldón y cols. 2005), una observación que sugiere que esta 
proteína se produce en grandes cantidades en este sistema modelo. 
La isoenzima de peroxidasa de Z. elegans es capaz de oxidar no solo los tres 
alcoholes p-hidroxicinamílicos, sino también los tres aldehídos y los tres ácidos p-
hidroxicinámicos (Ros Barceló y cols. 2004, Gabaldón y cols. 2005), un hecho que 
sugiere que la isoenzima de peroxidasa usada por Z. elegans para sintetizar las 
ligninas S es la misma que la utilizada para sintetizar las ligninas G. Dadas estas 
extraordinarias propiedades catalíticas, cabría esperar que esta isoenzima de 
peroxidasa esté fuertemente conservada a lo largo de la evolución, como ocurre con 
las ligninas. 
Desde una perspectiva evolutiva, las ligninas están uniformemente distribuidas 
desde las pteridófitas y las gimnospermas primitivas hasta las plantas más 
evolucionadas, las monocotiledóneas (Boerjan y cols. 2003). Salvo raras excepciones, 
la ruta de los monolignoles que produce ligninas en pteridofitas y gimnospermas sólo 
utiliza los alcoholes p-cumarílico y coniferílico, mientras que en angiospermas y 
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gnetales la ruta biosintética de las ligninas también utiliza el alcohol sinapílico como 
sustrato. Esta dualidad no es siempre cierta, ya que los licopodios como Selaginella 
sp, situados en el orden más basal dentro de las traqueófitas (Qiu y Palmer 1999), son 
capaces de sintetizar ligninas de tipo S, y éste también podría ser el caso de 
Ceratopteris, un helecho acuático, el cual comparte con las angiospermas, las 
gnetales y los licopodios (Selaginella sp.), la presencia de vasos que coexisten con 
traqueidas (Carlquist y Schneider 2000). Así, en el caso de los alcoholes p-cumarílico 
y coniferílico, la ruta biosintética de las ligninas se encuentra conservada a lo largo de 
la evolución de las plantas vasculares y, solo en los grupos más recientes, 
angiospermas y gnetales, y en los órdenes más basales dentro de las traqueófitas, el 
alcohol sinapílico entra a formar parte de los bloques de lignina. Este patrón de 
lignificación aparece como una característica adaptativa durante la evolución vegetal, 
ya que tanto las gimnospermas como las angiospermas comparten un conjunto de 
enzimas muy conservado, regulado por factores de transcripción, que son 
responsables de la formación de ligninas de tipo G (Peter y Neale 2004). Sin embargo, 
en las angiospermas y las gnetales han evolucionado dos enzimas: la sinapil alcohol 
deshidrogenasa (SAD) y la sinapil aldehído 5 hidroxilasa-O-metil transferasa (AldOMT) 
que participan en la producción de las ligninas de tipo S y, dada la presencia de 
ligninas de tipo S en los licopodios, es probable que la ruta de biosíntesis del alcohol 
sinapílico haya evolucionado (independientemente o no) al menos tres veces durante 
la evolución de las traqueófitas. Una hipótesis alternativa sería que el alcohol sinapílico 
se hubiese incorporado a las ligninas en las traqueófitas más primitivas, y el 
mecanismo de permanencia del alcohol sinapílico se haya perdido secundariamente 
en gimnospermas y helechos. Así la permanencia del alcohol sinapílico en las ligninas 
se correspondería con el estado primitivo. 
Para estudiar si la adquisición de esta nueva ruta para la síntesis del alcohol 
sinapílico precede o sucede a la ganancia de la enzima responsable de la 
incorporación del alcohol sinapílico en las ligninas, la presencia de isoenzimas 
homólogos a la siringil-peroxidasa de Zinnia elegans se estudió en un conjunto de 
plantas terrestres, en el cual también se caracterizaron sus ligninas. 
Algunas plantas basales contienen peroxidasas capaces de oxidar grupos 
siringilo, e isoenzimas de peroxidasa homólogas, con respecto al punto isoeléctrico, a 
la isoenzima básica de Z. elegans, independientemente de que la naturaleza de sus 
ligninas sea de tipo G o de tipo G/S. Esta conservación también ocurre con el patrón 
de lignificación. 
Gomez-Ros y cols. (2007a) sugiere que los determinantes estructurales de las 
siringil-peroxidasas están muy conservados durante la evolución de las plantas 
vasculares. De hecho, ciertas secuencias de aminoácidos y ciertas estructuras 
secundarias en lámina-β de las siringil-peroxidasas están presentes en las 
peroxidasas de gimnospermas que presentan solo ligninas de tipo S.  
La ganancia evolutiva de la rama de biosíntesis de los monolignoles que 
conduce al alcohol sinapílico, y a las ligninas de tipo S, fue posible porque las enzimas 
responsables de su polimerización evolucionaron más temprano durante el desarrollo 
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de las plantas terrestres. Las peroxidasas ya se encontraban presentes en especies 
vegetales ancestrales, previas a la radiación de las traqueófitas, como queda 
confirmado por la presencia de ciertos determinantes estructurales en las peroxidasas 
de Physcomitrella patens (briófita) y Marchantia polymorpha (hepatofita) (Gómez-Ros 
y cols. 2007a). Los estudios filogenéticos apoyan el papel de estas peroxidasas como 
vías altamente conservadas para la polimerización de los monómeros de las ligninas 
(Ros Barceló y cols. 2004). El gen que codifica las siringil-peroxidasas evolucionó 
antes de la radiación de las traqueófitas y, como tal, debe considerarse como un gen 
ancestral dentro del origen monofilético de las plantas con flores, afirmación que está 
de acuerdo con el hecho de que las gimnospermas muestran un 70% de homología 
genética con las angiospermas (Ujino-Ihara y cols. 2005) y, en el caso de familias 
multigénicas, tales como la de la peroxidasa (Passardi y cols. 2004, Valerio y cols. 
2004), es probable que esta multiplicidad haya surgido antes de la divergencia de las 
plantas con semillas (Nishiyama y cols. 2003). 
Estudios filogenéticos sobre las siringil-peroxidasas (Gomez-Ros y cols. 2007b) 
han mostrado que los genes que codifican estas enzimas podrían datar de antes de la 
aparición de las plantas vasculares e, incluso, podrían ser contemporáneos con la 
adquisición de los sistemas más primitivos de transporte de agua a corta distancia que 
coevolucionaron con las briófitas y las hepáticas (Ligrone y cols. 2000, Sperry 2003). 
Esta observación concuerda con el hecho de que en los briófitos ya se presenta una 
ruta ancestral fenilpropanoide que deriva hacia la formación de ácidos p-
hidroxicinámicos, que finalmente son depositados en la pared celular (Rudolph y 
Samland 1985, Wächter y cols. 1987).  
Debido a que la principal característica de las siringil-peroxidasas es la ausencia 
de restricciones estéricas en el centro de unión al sustrato durante la oxidación de 
metabolitos p-hidroxifenilpropanoides (Ros Barceló y cols. 2004), esta observación 
completa el esquema de un modelo básico ancestral de arquitectura y función de la 
pared celular que evolucionó antes de la divergencia evolutiva de los briófitos, los 
helechos y las plantas con semilla (Ligrone y cols. 2002, Popper y Fry 2004), el cual ha 
sido finamente modelado en respuesta a presiones evolutivas específicas. En este 
escenario, las guaiacil-peroxidasas constituirían el “estado evolucionado”. En tal 
escenario, estos resultados apoyan la hipótesis de una independencia evolutiva inicial 
de la lignificación y de la morfología de las células conductoras de agua, como es 
sugerido del análisis microquímico de los fósiles del Devónico inferior (Friedman y 
Cook 2000, Boyce y cols. 2003), que aportan evidencia de que la lignificación podría 
haberse originado en los tejidos periféricos de las protraqueófitas, siendo adquirida 
después para otorgar rigidez a las traqueidas en las eutraqueófitas. El hecho, de que 
las ligninas de tipo S están localizadas principalmente en las células vivas (fibras) de 
paredes gruesas del xilema, no implicadas en el transporte de agua, puede 
representar una herencia de su origen en las células vivas de paredes gruesas de un 
linaje ancestral de las plantas terrestres. Estas células vivas de paredes gruesas 
podrían haber sido similares en estructura y función a las esteréidas que actualmente 
conocemos en los musgos y en los briófitos. 
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El desarrollo de las nuevas herramientas genómicas, proteómicas y analíticas 
han permitido un estudio más preciso y exhaustivo de las características químicas y 
estructurales de las paredes vegetales, lo que supone una fuente de nuevos 
conocimientos que requerirán replantear las clasificaciones filogenéticas actuales. 
Recientemente, Sorensen y cols. (2008), estudiaron la composición de azúcares de las 
paredes celulares de una gran cantidad de especies vegetales. Este trabajo les 
permitió confirmar la presencia de (1→3), (1→4)-β-D-glucanos en las paredes de 
Equisetum arvense, este tipo de azúcares se consideraban hasta ahora exclusivos del 
orden Poales, grupo filogenéticamente muy distante de los esfenófitos. 
Los resultados obtenidos en esta tesis doctoral están de acuerdo con el hecho 
de que las peroxidasas vegetales de clase III se encuentran en la mayoría de las 
plantas vasculares, incluyendo los linajes de plantas terrestres más ancestrales, como 
los helechos, los musgos y las hepáticas (Duroux y Welinder 2003). Los relojes 
moleculares sugieren que las plantas terrestres son monofiléticas, y que divergieron de 
las algas verdes hace unos 700 millones de años, siendo las carófitas el linaje más 
cercano a las plantas terrestres (Qiu y Palmer 1999). Los estudios filogenéticos 
también sugieren que las peroxidasas vegetales de clase III aparecieron con la 
emergencia de las plantas terrestres (Duroux y Welinder 2003), y es probable que la 
ganancia de esta clase de enzimas confiriera importantes características adaptativas a 
las plantas para su nueva vida en la tierra, siendo la característica mas importante la 
adquisición de tejidos vasculares impregnados de ligninas. Por ello, cabe esperar que 
las enzimas responsables de la síntesis de las ligninas aparecieran muy temprano en 
la evolución de las plantas terrestres, y que estas enzimas, como ocurre con todas las 
proteínas que se expresan en grandes cantidades (Drummond y cols. 2005), hayan 
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1) Los patrones de distribución histoquímica de la peroxidasa coinciden, en Isoetes 
fluitans, Isoetes histrix, Selaginella martensii, Equisetum telmateia, Phyllitis 
scolopendrium y Pteridium aquilinum, con los patrones de distribución de las 
ligninas y confirman la evolución y diversificación de las estelas, desde los 
iniciales haces vasculares centrales de las primeras protostelas de licófitos, a las 
más complejas y evolucionadas eustelas y dictiostelas de esfenófitos y filicófitos. 
  
2) Todas las especies estudiadas - a excepción de las algas Mastocarpus stellatus, 
que no presenta actividad peroxidasa, y Ulva rigida que solo oxida el alcohol 
sinapílico y la siringaldazina - presentan actividad enzimática frente a los 
substratos de la lignificación, fundamentalmente con el alcohol coníferílico y con 
el coniferilaldehído. Por el contrario, Marchantia polymorpha, Isoetes histrix, 
Ceratopteris thalictroides y Phyllitis scolopendrium no tienen la capacidad de 
oxidar al alcohol sinapílico y Ceratopteris cornuta, Phyllitis scolopendrium, 
Dryopteris affinis y Pteridium aquilinum no oxidan el sinapilaldehído. La 
capacidad de oxidar monolignoles aparece en todos los grupos vegetales, 
incluidas las algas. La capacidad para oxidar grupos siringilo aparece ya en 
plantas basales como el musgo Physcomitrella patens. 
 
3) El patrón isoenzimático de peroxidasas desveló que solo Marchantia 
polymorpha, Physcomitrella patens, Isoetes histrix, Selaginella martensii, 
presentan isoenzimas básicas homólogas a la de Zinnia elegans necesariamente 
implicada en la lignificación. Las isoformas básicas son mucho menos 
numerosas que las ácidas. La presencia de homólogos de la isoenzima básica 
de Zinnia elegans no se mostró como indispensable para la lignificación. Así 
especies que no disponen de estos homólogos lignifican (Isoetes fluitans, 
Equisetum telmateia, Ceratopteris thalictroides, Ceratopteris cornuta, Phyllitis 
scolopendrium, Dryopteris affinis, Pteridium aquilinum y Posidonia oceanica) y, 
por el contrario, especies que sí los poseen no lignifican (Physcomitrella patens). 
 
4) En todas las especies estudiadas, excepto las algas y el musgo Physcomitrella 
patens, aparecieron productos de degradación de las paredes celulares que 
implican la presencia de ligninas en las mismas, incluso en la hepática 
Marchantia polymorpha. Los residuos más abundantes son los que proceden del 
alcohol coniferílico y del coniferilaldehído, siendo menos abundante - aunque 
apareciendo en todos los grupos vegetales estudiados - el alcohol sinapílico. 
Esto evidencia que entre las hepáticas y los licófitos hay especies capaces de 
oxidar alcohol sinapílico para incorporarlo a sus ligninas. 
 
5) Las ligninas encontradas en las especies estudiadas contienen mayoritariamente 
unidades G, en menor proporción unidades H y, con menor frecuencia, unidades 
S. Estas últimas, que son consideradas típicas de angiospermas, aparecen 
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también en Marchantia polymorpha, Isoetes histrix y Ceratopteris cornuta, lo que 
implica que la capacidad de sintetizar unidades S, existe en plantas 
pertenecientes a grupos filogenéticos ancestrales. Esto podría ser interpretado 
en el sentido de que la maquinaria genética que participa en los procesos de 
síntesis de ligninas está presente en todos los grupos vegetales terrestres, 
desde los más ancestrales hasta los más evolucionados, aunque su expresión 
parece estar fuertemente regulada. 
 
6) La única angiosperma estudiada, la monocotiledónea marina Posidonia 
oceanica, presenta el tipo de ligninas propio de las plantas más evolucionadas. 
Esto puede ser interpretado en el sentido de que ha conservado la maquinaria 
genética necesaria para la síntesis de ligninas, a pesar del despilfarro energético 
que esto significa, o que esa maquinaria es común a todos los organismos 
vegetales, la evolución se ha producido sin abandonar el medio marino y con 
fines diferentes de los de conducción y soporte. 
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